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I 
ABREVIATURAS 
  
• AFM: microscopía de fuerzas atómicas 
• Berb: berberina 
• C5: pentano 
• C10: decano 
• C12OH: 2-dodecanol 
• cmc: concentración micelar crítica 
• Cor: coralina 
• CTAB: bromuro de cetiltrimetilamonio 
• DLS: dinamic light scattering  
• DPC: dodecilfosfocolina 
• DPPC: 1,2-dipalmitoil-sn-glicero-3-fosfocolina 
• DPPC/COL: mezcla de DPPC y colesterol 
• Em: emisión 
• ESEM: SEM ambiental 
• Exc: excitación 
• HPTLC: cromatografía en capa fina de alta eficacia 
• kr: constante radiativa 
• knr: constante no radiativa 
• Kb: constante de unión (definida en el capítulo 4) 
• Kp: constante de reparto (definida en el capítulo 4) 
• kQ: constante de desactivación bimolecular 
• KS-V: constante de Stern-Volmer 
• LUV: Large Unilamellar Vesicles 
• MLV: Multi Lamellar Vesicles 
• Nag: número de agregación promedio en la micela 
• OligoGly: oligoglicina 
• ppm: µg·mL-1 
 Abreviaturas 
 
II 
• SDS: dodecilsulfato de sodio 
• SEM: microscopía electrónica de barrido  
• SUV: Small Unilamellar Vesicles 
• Tc: temperatura de transición en liposomas 
• Tec: tectómero 
• TEM: microscopía electrónica de transmisión  
• TTAB: bromuro de tetradeciltrimetilamonio 
• u.a.: unidades arbitrarias 
• τ: tiempo de vida del estado excitado 
• Φ: rendimiento cuántico de fluorescencia 
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1.  JUSTIFICACIÓN,  INTERÉS  Y  OBJETIVOS  DE  LA  TESIS  
DOCTORAL  
Trabajos anteriores del grupo de investigación demostraron que las 
interacciones inducidas no-específicas, de naturaleza electrostática, entre la carga o 
el momento dipolar permanente de un fluoróforo y las cadenas hidrocarbonadas 
largas polarizables de las moléculas producen incrementos en la intensidad de 
fluorescencia de dicho fluoróforo, sin cambios en su longitud de onda de emisión 
[Cebolla 2012, Cossío 2000a, Cossío 2000b, Gálvez 2006]. Este efecto de entorno 
molecular se produce en mayor o menor medida para todos los fluoróforos, y tiene 
lugar, con diferente magnitud, tanto en medio líquido como en sólido. En los 
últimos años se han desarrollado diferentes aplicaciones basadas en la utilización 
de este tipo de interacciones para determinar hidrocarburos saturados [Cossío 
2000] y lípidos [Jarne 2011] en diferentes matrices, utilizando técnicas 
cromatográficas. 
La coralina, alcaloide catiónico de tipo benzo[c]fenantridina, produce unos 
elevados incrementos en su emisión de fluorescencia en presencia de 
hidrocarburos saturados y de lípidos, compuestos que no absorben en las 
condiciones habituales de trabajo analítico. Así pues, nos planteamos evaluar como 
un objetivo del presente estudio si la coralina puede ser de utilidad como 
biomarcador de lípidos precursores de membranas. Para ello, se ha estudiado en 
esta tesis su incorporación a estructuras auto-organizadas constituidas por 
diversos tipos de compuestos: surfactantes, lípidos (que forman micelas o 
liposomas) y moléculas anfifílicas peptídicas (que forman estructuras fibrilares o 
placas bidimensionales). Todas las moléculas estudiadas son anfifílicas, incluyendo 
en su estructura largas cadenas hidrocarbonadas. 
 
Las estructuras auto-organizadas que se forman en disolución, con 
diferentes niveles de complejidad, incorporan moléculas en su estructura y 
constituyen, en ciertos casos, vehículos de transporte, con posibilidad de carga y 
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liberación controlada de moléculas. Así, por ejemplo, es conocido el caso de los 
liposomas. En este contexto, el potencial uso de la coralina presentaba un doble 
interés porque, además de permitir el seguimiento de su incorporación en las 
estructuras a través de la variación de sus parámetros de fluorescencia, ha venido 
siendo utilizada como principio activo antileucémico, antineoplásico y 
antimicrobiano, y presenta una relativamente baja toxicidad [Gatto 1996, Whang 
1996, Bhadra 2011, Biver 2010]. Este sistema modelizaba y debería permitir, a la 
vez, el seguimiento de un transporte de fármaco mediante dichas estructuras. 
 
En la presente Memoria, tras una introducción bibliográfica sobre el efecto 
de entorno en fluorescencia, la fluorescencia de la coralina y los agregados 
moleculares auto-organizados en disolución (Capítulo 2), se exponen las técnicas y 
metodologías experimentales utilizadas (Capítulo 3). Las técnicas basadas en la 
fluorescencia han tenido protagonismo en el estudio (fluorescencia en estado 
estacionario, fluorescencia con resolución temporal, microscopía confocal de 
fluorescencia, estudios de protección frente al quenching), si bien su utilización 
conjunta con técnicas de microscopía (TEM, crio-TEM, SEM, ESEM, AFM) y otras 
(UV-Vis, potencial Z, DLS) han permitido elucidar los mecanismos de interacción y 
establecer hipótesis acerca de la eventual incorporación de la coralina en función 
del tipo de estructura organizada formada. 
 
Antes de abordar en la Memoria los resultados experimentales, se han 
deducido ecuaciones para el cálculo de constantes de equilibrio que cuantifican la 
interacción entre un fluoróforo y las estructuras organizadas en disolución 
(Capítulo 4). Es conocido que el quenching de fluorescencia, producido por 
interacciones específicas en entornos moleculares, se ha utilizado en Química 
Analítica para calcular constantes de desactivación de la fluorescencia (Stern-
Volmer). Asimismo, los aumentos de emisión obtenidos en el caso de ser 
dominantes las interacciones no-específicas se han utilizado para el cálculo de 
constantes de reparto. Además de presentar las deducciones de las ecuaciones para 
este cálculo, se incluye una discusión para intentar aclarar confusiones y errores 
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comunes encontrados en la bibliografía al respecto. La ecuación de Stern-Volmer 
sería un caso particular de la ecuación general propuesta. 
 
La descripción de los resultados experimentales comienza por el estudio de 
la fluorescencia nativa de la coralina (en agua, tampón fisiológico y metanol) y de 
su equilibrio de dimerización, o de formación de agregados superiores, en función 
de la concentración y temperatura (Capítulo 5). 
 
Para elucidar detalladamente el mecanismo de interacción de la coralina con 
cada una de las estructuras auto-organizadas en solución estudiadas hay que 
evaluar la existencia o no de posibles artefactos que impedirían una correcta 
interpretación de los resultados, debiendo prestarse especial atención a una 
agregación de la coralina según las condiciones de trabajo que, a priori, no puede 
ser descartada.  
 
El estudio de la interacción entre el fluoróforo coralina y las distintas 
estructuras moleculares auto-organizadas, en medios acuoso y tamponado, está 
descrito en los Capítulos 6 y 7. La utilización del conjunto de técnicas analíticas nos 
ha permitido proponer mecanismos razonables de incorporación de la coralina a 
las siguientes estructuras auto-organizadas de diferentes niveles de complejidad: 
− Micelas, a partir de surfactantes cuyas cabezas polares tienen diferente 
naturaleza y con distintas longitudes de cadena: SDS, TTAB, CTAB, DPC. 
− Liposomas, formados por un fosfolípido de dos colas, DPPC, y también 
DPPC/colesterol, de interés biológico por conferir el colesterol distintas 
propiedades a los liposomas. 
− Estructuras fibrilares formadas por moléculas anfifílicas peptídicas, 
formadas por una cadena hidrocarbonada unida a una cabeza polar 
compuesta por aminoácidos.  
− Estructuras auto-organizadas en forma de placas 2D de oligoglicinas 
estables en disolución (tectómeros). 
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Debido a su estructura completamente aromática y plana, un punto 
interesante del estudio ha sido evaluar cómo la coralina, que es portadora de una 
carga positiva, puede incorporarse a estructuras organizadas tanto con carga 
superficial negativa, zwitteriónica e incluso positiva.  
 
Se demuestra en este trabajo que una de las estructuras auto-organizadas 
estudiadas, formada por placas bidimensionales de tectómeros de oligoglicina 
biantenaria, permite el transporte rápido y reversible (carga y descarga) de 
coralina, en función del pH. En el Capítulo 7 se describe el mecanismo de este 
procedimiento [Solicitud de Patente, 2015]. Se muestra, además que estas 
estructuras permiten el transporte de una variedad de moléculas hidrofóbicas, y se 
discuten diversas aplicaciones. Asimismo, se discuten aspectos como su 
biocompatibilidad, estabilidad y ventajas de su geometría plana a la hora de 
establecer interacciones con superficies. 
 
Tras las Conclusiones, se incluyen al final de la Memoria varios Anexos con 
algunos datos experimentales y gráficas comparativas. En el Anexo 7 se aportan 
resultados adicionales referentes a la interacción de coralina con alcanos y 
alcoholes (en medio metanol). Estas moléculas están emparentadas con 
surfactantes desde el punto de vista de su cadena hidrocarbonada y del mecanismo 
de aumentos de fluorescencia generados en presencia de coralina, si bien se espera 
que no forman estructuras organizadas en disolución.  
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2. INTRODUCCIÓN 
2.1. Fluorescencia; efecto del entorno en la fluorescencia 
La fluorescencia molecular es actualmente una técnica instrumental 
fundamental cuyas aplicaciones se extienden a numerosos campos de la ciencia, 
la tecnología o el conocimiento en general, debido no solamente a su elevada 
sensibilidad, sino también por las posibilidades de realizar medidas con 
resolución temporal y espacial (medidas de decaimiento, estudios de 
anisotropía, microscopía de fluorescencia) y alta selectividad (pudiéndose 
detectar subpoblaciones de fluoróforos y hasta moléculas individuales). Nuevos 
avances se producen continuamente en investigación (nuevas sondas, avances 
en instrumentación).    
Muchas moléculas presentan fluorescencia intrínseca, pero si no son 
fluorescentes o  no tienen las propiedades espectrales requeridas, se pueden 
añadir fluoróforos extrínsecos. Las sondas de fluorescencia se diseñan de forma 
que se localicen en un determinado lugar o respondan a estímulos externos, de 
forma que los cambios en sus propiedades fluorescentes en el nuevo entorno 
nos proporcionen información. Se añaden al medio en pequeñas 
concentraciones, buscando que la perturbación producida sea mínima. Las 
muestras etiquetadas con especies fluorescentes frecuentemente contienen 
simultáneamente dos o más sondas de fluorescencia, lo que permite 
monitorizar diferentes funcionalidades y tiene aplicaciones en estudios de 
secuenciación de ADN, microscopía de fluorescencia, etc. 
Los espectros de fluorescencia y rendimientos cuánticos son 
normalmente mucho más dependientes del entorno que los espectros de 
absorción y coeficientes de extinción molar. Muchos factores ambientales 
ejercen influencia en las propiedades fluorescentes. Así podemos citar, entre 
otros, la polaridad del disolvente, el pH del medio y las interacciones con 
especies presentes en el medio llamados quenchers. El fenómeno de quenching 
de la fluorescencia se refiere a la disminución de la intensidad de fluorescencia 
sin producir cambio permanente en la molécula, es decir, sin reacción 
fotoquímica. Ha sido ampliamente estudiado como fuente de información sobre 
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sistemas bioquímicos. Puede resultar a partir de interacciones desde el estado 
excitado (quenching colisional) o a partir de la formación de complejos no 
fluorescentes en el estado fundamental (quenching estático), o ambos 
combinados. También las interacciones entre moléculas de fluoróforo vecinas 
pueden provocar auto-quenching. Existen varios libros  que describen en 
profundidad el fenómeno del quenching y sus aplicaciones [Lakowicz 2006, 
Valeur 2002]. 
El efecto de la polaridad del disolvente ha sido ampliamente estudiado. 
Diferentes modelos se han propuesto, fundamentalmente orientados a explicar 
los desplazamientos producidos en la longitud de onda de excitación y emisión 
en los espectros por las interacciones con el disolvente, debiendo tenerse en 
cuenta en algunos casos interacciones específicas (como formación de enlaces 
de hidrógeno con el disolvente), transferencia interna de carga en el fluoróforo 
(ICT) o transferencia interna de carga con cambio en su conformación (TICT). 
Es interesante la amplia investigación desarrollada sobre nuevas sondas de 
polaridad muy sensibles a los cambios de polaridad del entorno. Sin embargo, 
pocos trabajos han estudiado sistemáticamente los cambios de intensidad 
producidos en el caso de fluoróforos que establecen interacciones no específicas 
con el disolvente sin producirse cambios significativos en la longitud de onda. 
En el trabajo de Galbán et. se muestra que el estudio cuantitativo de estas 
interacciones es interesante en el desarrollo de nuevos métodos analíticos 
[Galbán 2009].  
Es sabido que moléculas con largas cadenas hidrocarbonadas en medios 
acuosos forman estructuras organizadas, como micelas, liposomas, etc.  En la 
literatura se estudian las propiedades de fluoróforos incorporados en estas 
estructuras, que en muchos casos exhiben incrementos de fluorescencia, lo que 
mejora la detección con fines analíticos. El microentorno proporcionado por el 
medio organizado puede impedir las interferencias producidas por otras 
especies presentes en la muestra, lo que mejora la selectividad del método 
analítico. En presencia de medios organizados se pueden solubilizar reactivos 
no polares y existe la posibilidad de que se produzcan reacciones, cuyo 
seguimiento puede realizarse a través de técnicas avanzadas de fluorescencia. 
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Una interesante visión general de tan amplio campo de trabajo, se recoge en el 
trabajo de Memon et al., que lleva por título Fluorescence in Organized Assemblies 
[Memon 2008], en el que se incluyen ejemplos de métodos fluorescentes para la 
determinación de analitos orgánicos e inorgánicos. También se presenta una 
visión general en el review escrito por Bhattacharyya, titulado Organized 
Assemblies Probed by Fluorescence Spectroscopy [Bhattacharyya 2005]. 
 
     
Figura 2.1.1. Estructura de algunas estructuras organizadas: (a) secondary aggregate of bile salt, 
(b) a protein, human serum albumin, (c) microemulsion, (d) micelle, (e) cyclodextrin, (f) 
amphiphilic star like macromolecule (ASM), and (g) polymer-surfactant aggregate. 
(Imagen tomada de [Bhattacharyya 2005]). 
 
Las moléculas biológicas, como las proteínas, son estructuras 
organizadas en disolución, que se pliegan exponiendo las partes hidrofílicas 
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hacia el exterior y las partes hidrofóbicas quedan protegidas hacia el interior 
minimizando los contactos con las moléculas de agua. Las técnicas avanzadas 
de fluorescencia se muestran como una poderosa herramienta en el estudio de 
estructuras biológicas organizadas en disolución [Mondal 2007].  
 
El término “química mimética de membranas” se utiliza para referirse al 
estudio de sistemas más simples que las membranas biológicas, como micelas y 
liposomas, que sirven como modelo para facilitar el estudio de éstas [Fendler 
1987]. A este respecto, amplia cantidad de estudios versan sobre quenching de 
fluorescencia y marcadores fluorescentes de membranas. Desde otro punto de 
vista, es conocido que micelas y liposomas se utilizan como sistemas para el 
transporte y liberación de fármacos, pudiendo la microscopía de fluorescencia  
proporcionar importante información sobre las interacciones de estos 
transportadores con las células y su destino final intracelular [Torchilin 2005]. 
  
  
2.2. El fluoróforo coralina: estado del arte 
El grupo de investigación ha trabajado en la influencia que las 
interacciones no covalentes producen en un medio dado sobre la fluorescencia 
de las moléculas. Moléculas con cadenas hidrocarbonadas largas producen 
aumentos en la emisión de ciertos fluoróforos sin cambios significativos en la 
longitud de onda. Entre estos fluoróforos estudiados, la coralina presente 
características interesantes: es soluble en medios acuosos, en los que presenta 
alta fluorescencia y es especialmente sensible a la presencia de moléculas con 
cadenas hidrocarbonadas. Por ejemplo, los altos aumentos de intensidad 
obtenidos cuando se trabajó en ausencia de disolvente, sobre placas de sílica gel 
de cromatografía de placa fina (TLC) previamente impregnadas con coralina, 
permitieron la detección cuantitativa y con alta sensibilidad de analitos 
conteniendo largas cadenas hidrocarbonadas [Mateos 2007]. Se propuso un 
modelo general basado en las interacciones no-específicas de carácter 
electrostático de tipo ión-dipolo inducido o dipolo-dipolo inducido para las 
interacciones entre fluoróforo y analito, las cuales son responsables de los 
aumentos de intensidad de fluorescencia [Cossío 2000a, Cossío 2000b, Gálvez 
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2006, Cebolla 2011]. El rendimiento cuántico φ viene dado por el valor de las 
constantes radiativa (kr) y no radiativa (knr): 
               ! =
kr
kr + knr   
Tras adicionar analito al fluoróforo adsorbido sobre la placa de sílica gel, el 
valor de la constante no radiativa knr se ve disminuido, consecuencia del 
entorno apolar que ejerce protección frente a otras vías de desactivación que 
compiten con la fluorescencia. Cuanto más larga es la cadena hidrocarbonada 
del analito, mayor es su polarizabilidad, mayor la interacción y por tanto mayor 
el efecto protector hacia el fluoróforo, obteniéndose mayores aumentos de 
fluorescencia. También se investigó cuantitativamente el aumento del valor de 
la constante radiativa kr producido por aumento del índice de refracción en el 
entorno del fluoróforo al adicionar el analito [Cebolla 2012], según los estudios 
de Toptygin [Toptygin 2003].  
 
En este contexto, se desea realizar en esta tesis un estudio del fluoróforo 
coralina en disolución acuosa y de su incorporación en estructuras organizadas 
en solución, formadas por distintos tipos de moléculas anfifílicas, surfactantes, 
fosfolípidos y moléculas anfifílicas peptídicas (ver apartado 2.3), prestando 
atención a las posibles aplicaciones relacionadas con las propiedades 
fluorescentes y anticancerígenas de la coralina.   
 
Se comentan a continuación algunos trabajos seleccionados de la 
bibliografía sobre coralina. La coralina es un alcaloide catiónico sintético de tipo 
benzo[c]fenantridina [Phillips 1981], conocido por su excelente capacidad anti-
microbiana, anti-malaria y anti-leucémica, e inhibidora de topoisomerasa I 
[Gatto 1996, Wang 1996, Makhey1996, Pilch 1997, Ihmels 2005]. La coralina  y 
sus derivados tienen más alto poder antitumoral comparado con otros 
alcaloides protoberberínicos, y su baja toxicidad les hace especialmente 
prometedores [Gatto 1996, Phillips 1988, Zee-Cheng 1974, Bhadra 2011a, Ihmels 
2005],  existiendo una patente al respecto [Lavoie 1997]. Varios estudios sobre 
su mecanismo de acción han demostrado que la coralina interacciona con el 
ADN y ARN vía intercalación [Islam 2009a, Islam 2009b, Bhadra 2011b]. Pal et 
al. [Pal. 1998] compararon ADN con distintas proporciones de GC-AT y 
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obtuvieron que la coralina tiene cierta preferencia por la región del ADN rica en 
GC. Varios autores han mostrado que la coralina forma complejos estables por 
intercalación con triplex ADN [Polak 2002, Jain 2003]. En un estudio reciente se 
muestra que la coralina se une con más afinidad a ADN constituido por homo-
adenina que al ADN de Watson y Crick [Cho 2011], de hecho induce la 
formación de la doble hélice antiparalela de poly(dA) (figura 2.2.1).  
 
 
Figura 2.2.1. La coralina induce la formación de estructura doble hélice antiparalela de poly(dA), 
ácido polidesoxiadenílico. Figura tomada de [Choi 2011], a partir de la simulación de dinámica 
molecular de [Joung 2009]. 
Un estudio comparativo con cuádruplex ADN [Bhadra 2011] muestra 
que la coralina se une con una constante, K = 106 M-1, un orden de magnitud 
mayor que en el caso de berberina o palmatina, K = 105 M-1, siendo el proceso 
más exotérmico para la coralina, lo que será debido a la contribución de las 
fuertes interacciones π-π (“stacking interactions”) establecidas con las bases del 
ADN. Son alcaloides de tipo isoquinolinio (figura 2.2.2), sin embargo, berberina 
y palmatina no tienen un sistema aromático completamente conjugado y no son 
planas, lo que dificulta su intercalación en el ADN, que en su caso es debido 
fundamentalmente a la contribución entrópica. Los estudios de protección 
frente al quencher anión ferrocianuro sugieren que para berberina y palmatina 
sólo existe intercalación parcial, mientras que la coralina queda fuertemente 
protegida en el interior de la hélice de ADN (observar que existe una barrera 
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electrostática debido a la carga negativa de los grupos fosfato en el ADN que 
impide la penetración del quencher). Se comprobó que la constante de unión de 
la coralina es algo superior a la del catión etidio, agente intercalador 
comúnmente usado  como marcador fluorescente de ADN y ARN. La unión de 
berberina, palmatina y etidio conduce a aumentos de fluorescencia, mientras 
que para coralina se obtienen disminuciones de fluorescencia, siendo 
cuantitativamente el cambio más marcado con coralina. 
  
  
  
  
  
  
 
Figura 2.2.2. Estructura química de a) coralina, b) berberina, c) palmatina y d) etidio. 
  
En otro trabajo [Islam 2009c] también se realiza un estudio comparativo 
entre estos alcaloides, esta vez en su interacción con ARN protonado (se trabajó 
a pH 3 y 4.3). La interacción en el caso de palmatina y berberina es muy débil. 
Sin embargo, los estudios de quenching con anión ferrocianuro indican 
intercalación de la coralina en la estructura de ARN. Los cálculos 
termodinámicos indican, respecto a la incorporación de la coralina, que la 
contribución entrópica es mayor que la entálpica. La coralina muestra, por tanto, 
mayor interés para el marcado fluorescente de ARN en el diseño de fármacos. 
 Debido a sus propiedades intercalativas en ADN y ARN, la coralina 
puede interferir en la acción de la toposiomerasa I, y actuar como agente 
anticancerígeno [Ihmels 2005]. 
 
d 
b 
c 
a 
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Es conocido que la coralina muestra una alta tendencia a formar dímeros 
y múltiples agregados en disoluciones acuosas, incluso a muy bajas 
concentraciones. Gough et al. [Gough 1979] calculan una constante de 
dimerización en agua Kd = 1,1x105 M-1 a partir de espectros vis-UV. Este valor 
coincide exactamente con el obtenido por Megyesi et al. [Megyesi 2009]. El 
aumento de la fuerza iónica por adición de NaCl o la presencia de pequeñas 
cantidades de ADN promueve la formación de dímeros en agua [Gough 1979]. 
 
Estudios  cinéticos de 
disoluciones de coralina a pH básico 
muestran que pueden existir formas 
tautoméricas, como la forma 
carbinol o la correspondiente a la 
apertura del anillo (formas B y C, 
respectivamente, representadas en 
la figura 2.2.3) [Phillips 1981, Cho 
1975]. Se comprueba que no existen 
cantidades apreciables de estas 
formas tautoméricas en disoluciones 
diluidas a pHs menores que 10. 
Además su formación se inhibe 
protegiendo de la luz. 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 2.2.3. Formas tautoméricas 
de la coralina que pueden formarse a pH 
>10. 
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En mezclas de agua/etanol, se ha estudiado la termodinámica y cinética 
de autoagregación de la coralina [García 2009]. El valor que obtienen estos 
autores en agua, Kd = 8693 M-1, es algo inferior al valor que proporciona 
Megyesi y Gough, pero se debe indicar que lo han calculado a partir de 
medidas de RMN, trabajando en un rango de concentraciones de coralina muy 
altas, a las que habrá presencia no sólo dímeros sino también agregados 
superiores. Como se observa en la tabla, la constante de dimerización de la 
coralina disminuye al aumentar la proporción de etanol. 
  
  
Tabla 2.1. Valores de la constante de dimerización de la coralina en mezclas agua/etanol. Datos 
tomados de [García 2009). 
  
  
En la figura 2.2.4, tomada de la referencia [Megyesi 2009], se presentan 
valores de rendimientos cuánticos de la coralina en agua MilliQ. Estos valores 
dependen de la concentración de coralina, ya que el porcentaje de dímeros 
depende de la concentración. La gráfica muestra que los dímeros de coralina, 
más abundantes al aumentar la concentración de coralina, son menos 
fluorescentes que el monómero, ya que el rendimiento cuántico disminuye al 
aumentar la concentración de coralina en agua. Asimismo se muestra en la 
gráfica que la longitud de onda de emisión se desplaza hacia el rojo. 
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Figura 2.2.4.  Representación del máximo de emisión de fluorescencia (arriba) y del valor del 
rendimiento cuántico (abajo) de la coralina en agua MilliQ a diferentes concentraciones (entre 0 
y 40 µM) (figura tomada de Megyesi 2009). 
 
Debido a la alta tendencia de la coralina a autoagregarse, debe tenerse 
especial cuidado al cuantificar las interacciones establecidas por la coralina 
mediante métodos espectrofotométricos o espectrofluorimétricos en sistemas 
biológicos. Para tener alta precisión, se pueden utilizar muy bajas 
concentraciones y caminos ópticos largos en los estudios espectroscópicos 
[Khan 2012]. Pal et al. prefieren trabajar con disoluciones acuosas conteniendo 
30%(v/v) en etanol para evitar la formación de agregados de coralina en sus 
experimentos [Pal 1998]. (A esta concentración de etanol se considera que la 
estructura original de ADN no se ve perturbada [Albergo 1981]). 
 
 
Megyesi et al. han estudiado la interacción entre coralina y 4-
sulfonatocalixarenos (SCXn) [Megyesi 2010]. Los sulfonatocalixarenos (figura 
2.2.5) presentan aplicaciones pues son capaces de encapsular compuestos de 
interés farmaceútico. Se trabajó a pH 2 de forma que los grupos sulfonato están 
ionizados pero no se forma fenolato. La formación de complejo entre la coralina 
y los sulfonatocalixarenos conduce a quenching de fluorescencia, por 
transferencia electrónica a la coralina. Sin embargo, con berberina no se 
produce quenching de la fluorescencia y es que el sistema conjugado en el caso 
de la coralina favorece la transferencia electrónica (ver sus estructuras químicas 
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en la figura 2.2.2). En el caso n = 4, la rigidez del ciclo no permite la inclusión de 
la coralina. 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 2.2.5.  Estructura química de un sulfatocalixareno. 
 
 
 
 
Figura 2.2.6.  Estructura química de la sal sódica de a) condroitina-6-sulfato y b) sulfato 
de dextrano. 
 
 
Megyesi et al. estudiaron la interacción entre coralina y polisacáridos 
aniónicos (figura 2.2.6) [Megyesi 2009]. El primero de ellos, condroitina se 
utiliza en el tratamiento de osteoartritis, y el segundo, dextrano, tiene actividad 
contra la formación de trombos sanguíneos y antiviral. Al unirse moléculas de 
coralina con unidades de condroitina-6-sulfato, se neutralizan las cargas, la 
(a) 
(b) 
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cadena gana en flexibilidad y es favorable que se puedan unir entre sí dos 
moléculas de coralina en posiciones próximas por interacciones π-π e 
hidrofóbicas, de forma que se obtiene un quenching muy significativo de la 
fluorescencia (no sólo por donación de carga de los grupos sulfato y 
carboxilato, sino por la dimerización de moléculas de coralina unidas a la 
cadena). 
 
En el caso de interacción con ciclodextrinas (CD), (figura 2.2.7), la 
coralina muestra más afinidad que berberina o palmatina [Hazra 2014]. En 
presencia de CDs, la intensidad de fluorescencia de berberina y palmatina 
aumenta, mientras que en el caso de la coralina disminuye. Es probable que por 
su forma plana, la coralina tenga favorecida su inclusión en las CDs. La 
formación de complejos puede liberar agua del interior de las CDs, lo que 
conduce a interacciones de van der Waals entre los alcaloides y las CDs. Hay 
que destacar una importante contribución por efecto hidrofóbico. 
 
Figura 2.2.7.  Estructura química de α-, β- y γ-dextrinas (A, B  y C, respectivamente). 
 
 
Hazra et al. realizaron un estudio comparativo de la interacción entre 
varios alcaloides (berberina, palmatina, coralina) con hemoglobina [Hazra 
2013]. Los tres alcaloides (ver sus estructuras químicas en la figura 2.2.2) 
provocan quenching estático (formación de complejo en el estado fundamental) 
sobre la fluorescencia de la hemoglobina, siendo la afinidad mostrada por la 
coralina (105 M-1) un orden de magnitud mayor que berberina y palmatina (104 
M-1). Los resultados de transferencia de energía de resonancia de fluorescencia 
(FRET) y espectroscopía de fluorescencia sincrónica (SFS) mostraron que los 
alcaloides se unen al residuo β-Trp37 de la hemoglobina, situándose más 
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próximas berberina y palmatina que la coralina. La unión de estos alcaloides a 
la hemoglobina provoca cambios en la estructura secundaria de esta proteína. 
 
 
Khan et al. han investigado la unión de coralina a seroalbúminas 
humanas (BSA y HSA) [Khan 2012]. Se forman complejos muy estables, 
teniendo la coralina más afinidad a unirse a la BSA (105 M-1) que a la HSA (104 
M-1). Entalpías negativas y entropías positivas favorecen la formación del 
complejo. Medidas de dicroísmo circular mostraron que la estructura 
secundaria de estas proteínas se ve perturbada por unión con la coralina, 
produciéndose cierto desplegamiento. 
 
 
Las nanopartículas mesoporosas de sílice (MSN) se han utilizado en el 
transporte y liberación de fármacos [Agostini 2012, Slowing 2007]. 
Recientemente se ha desarrollado un sistema transportador de agentes 
terapeúticos para el tratamiento de las células cancerosas, utilizando MSN 
[Chen 2014]. Estas partículas se cargan con coralina no solo adsorbida sobre los 
poros sino intercalada en ADN, ya que las MSN fueron previamente 
funcionalizadas con ADN (poliadenina). La disminución del pH en zonas 
tumorales, por ejemplo, provocaría la liberación de coralina, pues el ADN no es 
estable. Simultáneamente estos autores han procedido a cargar las partículas 
MSN con indocianina verde (ICG), ya que esta sustancia está aceptada para el 
uso en humanos, y las moléculas de ICG tienen alta eficiencia en la absorción de 
radiación en el infra-rojo cercano (NIR) y su transformación en calor. El 
aumento de temperatura provoca la apertura de poros y también la liberación 
del fármaco transportado. Así, se tiene una plataforma que responde al pH y a 
la radiación NIR para la liberación controlada de fármacos con resolución 
temporal y espacial. La combinación de ambos tratamientos, quimioterapia y 
térmico, resultaría en efectos sinérgicos en terapias anticancerígenas. 
 
 En un interesante trabajo [Zheng 2014], se plantea una aplicación de la 
coralina relacionada con la determinación de c-di-AMP (cyclic diadenylate 
monophosphate), una molécula mensajera secundaria producido por las 
bacterias pero no en mamíferos. La c-di-AMP, entre otras funciones, puede 
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inducir una fuerte respuesta immune. En este trabajo se estudian moléculas que 
inhiben la síntesis de c-di-AMP por parte de la bacteria, lo que facilita la 
destrucción de la bacteria por antibióticos. La detección de c-di-AMP se puede 
realizar de una forma sorprendentemente simple utilizando coralina e iones 
ioduro. La fluorescencia de la coralina está quencheada en presencia de anion 
ioduro, pero cuando la coralina se incorpora en la estructura de la c-di-AMP 
(figura 2.2.8) queda protegida frente al quencher y aumenta su fluorescencia.  
 
 
Figura 2.2.8. Detección de la presencia de c-di-AMP utilizando coralina. (Imagen tomada de 
[Zheng 2014]). 
 
 
Como se comenta en este trabajo, se debe estudiar con detalle los casos 
de ”falsos negativos” en los que el inhibidor se une con preferencia a la coralina 
provocando quenching. Pero en cualquier caso, el análisis con coralina facilitó 
enormemente el trabajo, pues una búsqueda entre 1000 posibles inhibidores de 
la síntesis de c-di-AMP quedó reducida solamente a 11. 
 
 
Esta idea de protección frente al quencher ión yoduro ha sido utilizada 
en la presente tesis doctoral como uno de los criterios para confirmar la 
incorporación del fluoróforo en estructuras organizadas. 
 
 
La coralina tiene alta tendencia a unirse a cadenas de poliadenosina 
(estequiometría 1 molécula de coralina por cada 4 bases A, y constante de 
asociación 1,8x106 M-1) [Kuo 2013]. Kuo utiliza esta propiedad de la coralina 
para el análisis selectivo de heparina, llegando a límite de detección 60 ng·mL-1 
(~3 nM). Monitorizar los niveles de heparina es importante en las terapias 
anticoagulantes. En este ejemplo no se hace uso de las propiedades 
fluorescentes de la coralina. La coralina tiene excelente afinidad por unirse a 
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poliadenosina, produciendo un cambio conformacional random coil (cadena 
desordenada) a hairpin (forma de U), como se representa en la figura 2.2.9. 
Además se funcionalizó la estructura colocando en extremos opuestos el 
fluoróforo FAMTM (carboxifluoresceína) y el quencher DABCYLTM. En presencia 
de coralina, fluoróforo y quencher están en contacto. Por otro lado, la coralina 
también tiene alta tendencia a unirse a los polisacáridos con carga negativa por 
interacciones electrostáticas, y se comprobó que en presencia de heparina, se 
une ésta a la coralina, se abre la estructura y queda libre el fluoróforo FAMTM, 
restaurándose su fluorescencia. 
 Figura 2.2.9. Mecanismo por el que se detecta heparina, a través de su unión con la 
coralina. 
 
 
Puesto que la coralina puede ser interesante en terapias anticancerígenas, 
es interesante desarrollar métodos de detección. Se ha propuesto un método 
simple, rápido y con alta sensibilidad de detección de coralina [Lin 2013] 
basado en la tendencia de la coralina de unirse a secuencias de ADN con 
poliadenosina y formación de estructura de doble cadena. En este caso se utiliza 
el fluoróforo SYBR Green I (SG), que apenas es fluorescente en presencia de 
poliadenosina en conformación random coil (cadena desordenada), pero 
aumenta mucho su fluorescencia cuando se intercala en el complejo formado 
por la coralina y poliadenosina (la coralina cambia la conformación, plegando la 
cadena) (figura 2.2.10). Se estudió la especificidad de la interacción entre 
poliadenosina y berberina, y se comprobó que berberina o palmatina, al no ser 
conjugadas y planas sus estructuras (figura 2.3), no pueden inducir el cambio 
en la conformación y producir plegamiento de la cadena. También se estudió la 
influencia de la longitud de la cadena de poliadenosina, buscando obtener el 
máximo de sensibilidad en la determinación de coralina. Cadenas cortas (A10) 
dificultan el plegamiento eligiéndose como condiciones óptimas de trabajo A40. 
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Figura 2.2.10. Mecanismo de detección de coralina basado en la capacidad de la coralina 
en formar estructura de doble hélice en la poliadenosina. 
 
 
Zhang et al. proponen un método de detección de coralina en matrices 
complejas, basándose en las propiedades del óxido de grafeno (GO) para 
aumentar la relación señal/ fondo, consiguiendo alta sensibilidad [Zhang 2013)]. 
Poliadenosina etiquetada con el fluoróforo TAMRATM se adsorbe sobre óxido de 
grafeno por interacciones π-π. La fluorescencia del fluoróforo TAMRATM está 
quencheada por el GO por Lr-RET (transferencia de energía de resonancia a 
largo distancia). La fluorescencia aparece en presencia de coralina, variando I/I0 
de forma lineal con la concentración de coralina en el rango 10-700 nmol-1. Se 
comprobó la selectividad frente a otros alcaloides como berberina y jatrorricina, 
y se estudiaron matrices complejas como muestra de orina y células. Otro 
trabajo con similar fundamento aparece en la referencia [Tao, 2013]. 
 
 
 
2.3. Estructuras moleculares auto-organizadas en 
disolución 
 
2.3.1. El efecto hidrofóbico  
   El efecto hidrofóbico se refiere al fenómeno por el que las moléculas de 
un compuesto con naturaleza apolar tienden a agregarse o asociarse 
espontáneamente cuando se disuelven en un medio acuoso [Southall 2002, 
Chandler 2005].  
 
Es importante destacar que no se trata de una interacción atractiva como por 
ejemplo la que existe entre dos partículas cargadas que se describe por la ley de 
Coulomb. En el efecto hidrofóbico las moléculas no se atraen por una interacción 
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o fuerza hidrofóbica, sino que la configuración final que adopta el sistema, debida 
a un proceso entrópico, es consecuencia de la estructura que adopta el 
disolvente (agua) alrededor de moléculas apolares, como se explica a 
continuación.  
 
  
 
Figura 2.3.1. a) En medio acuoso, cada molécula con parte hidrofóbica obliga a las moléculas de 
agua vecinas a adoptar estados más ordenados (las que están sombreadas de color azul). b) 
Cuando las moléculas con parte hidrofóbica se agregan, sólo están más ordenadas las moléculas 
de agua que están en contacto directo con el agregado. Al ser menos moléculas que en la figura 
a, la entropía es mayor. 
 
Es conocido que las moléculas de agua en fase líquida están involucradas 
en la formación de enlaces de hidrógeno con moléculas vecinas: a temperatura 
ambiente existen 3.6 enlaces por molécula en promedio. Las moléculas de agua 
pueden rotar libremente debido al movimiento browniano, y en cualquier 
dirección encontrará moléculas de agua con las que será favorable la formación 
de enlaces de hidrógeno. La introducción de un compuesto con naturaleza 
apolar, como una larga cadena hidrocarbonada, produce una alteración en la 
red de enlaces de hidrógeno del agua. En las proximidades de este compuesto,  
las moléculas de agua que lo rodean sólo formarán enlaces de hidrógeno si se 
orientan hacia el seno de la disolución, con lo que su libertad de movimiento 
quedará restringida, y ello supone una disminución de entropía. La única forma 
de evitar esta situación desfavorable para las moléculas de agua es disminuir el 
contacto con el compuesto de naturaleza apolar (compuesto hidrofóbico). Ello 
se consigue mediante la agregación de las moléculas del compuesto hidrofóbico, 
(a) (b) 
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de forma que se reduce la superficie en contacto con el disolvente (figura 2.3.1). 
La agregación tiene lugar por movimiento browniano, y una vez que las 
moléculas están agregadas, es desfavorable que se separen. Se puede decir que 
el agua “expulsa” a la molécula hidrofóbica de su interior. 
 
 El estado más estable será el de menor energía libre ΔG = ΔH – T ΔS, 
donde ΔH y ΔS son los cambios entálpicos y entrópicos producidos en el 
proceso de solvatación. Hay que tener en cuenta que el término entálpico en la 
mayor parte de los casos es favorable a la solvatación del compuesto 
hidrofóbico ya que, a pesar de la ruptura de algunos enlaces de hidrógeno, se 
forman enlaces de hidrógeno más fuertes entre moléculas de agua, debido a 
que se reduce la movilidad de las moléculas de agua en las proximidades del 
compuesto hidrofóbico. Sin embargo, la componente entrópica es la 
contribución dominante, es decir el estado más estable será el de mayor 
entropía, o, lo que es lo mismo, el que tenga menos moléculas de agua 
ordenadas. A temperaturas más altas, a las que la movilidad de las moléculas 
de agua es mayor, el término entálpico es menor y la contribución entrópica es 
mayor, por lo que el efecto hidrofóbico aumenta con la temperatura.  
 
 Cuanto más larga sea la cadena hidrocarbonada, mayor es el efecto 
hidrofóbico. Los compuestos aromáticos son menos hidrofóbicos que las 
moléculas alifáticas. Ramificaciones en la cadena hidrocarbonada reducen el 
efecto hidrofóbico, debido al impedimento estérico, de modo que es más difícil 
la aproximación de moléculas para minimizar su contacto con el agua. 
 
 El efecto hidrofóbico juega un papel central en muchos procesos de auto-
ensamblado en disolución acuosa, como son: el plegamiento de proteínas; la 
formación de micelas, membranas celulares y mesofases complejas en 
disoluciones de surfactantes; la formación de complejos macromoleculares; la 
agregación no específica de proteínas por ejemplo en el caso de la formación de 
placas amiloides en el tejido cerebral [Kauzmann 1959, Tanford 1973, Dill 1990, 
Blokzijl 1993, Fink 1998]. Por supuesto, otras interacciones, como las 
electrostáticas o la formación de enlaces de hidrógeno también deben ser 
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tenidas en cuenta en un tratamiento completo que explique la estabilidad 
termodinámica de estas estructuras. 
 
 
 
2.3.2. Micelas 
Surfactante es un anglicismo que proviene de "Surface active agent" 
(agente activo de superficie), es decir, son agentes que disminuyen la tensión 
superficial de un líquido mediante su adsorción a la interfase líquido-gas, y en 
el caso de dos líquidos, reducen la tensión interfacial entre ellos adsorbiéndose 
en la interfase líquido-líquido [Makkar 2002]. Son moléculas anfifílicas que, a 
partir una cierta concentración crítica de agregación, originan estructuras auto-
organizadas en disolución, exponeniendo la parte hidrofílica hacia el medio 
acuoso, protegendiendo del contacto con el mismo su parte hidrofóbica.  
 
 Los surfactantes se clasifican en base a su grupo de cabeza como iónicos, 
con carga positiva o negativa, no-iónicos, con un grupo de cabeza polar pero sin 
carga, o zwitteriónicos, cuando su cabeza polar contiene tanto carga positiva 
como negativa (neutralizándose entre ellas), combinando propiedades de 
surfactantes iónicos y no-iónicos [Seddon 2004]. 
 
 
Los surfactantes que forman micelas son moléculas anfifílicas cuyas 
estructuras contienen simultáneamente una (a veces más) cadena hidrofóbica, 
que generalmente suele ser una cadena alquílica con al menos 6-8 grupos 
metílicos, y una “cabeza” polar, que suele ser iónica o un grupo hidrofílico. 
 
A bajas concentraciones los surfactantes se disuelven como moléculas 
aisladas (monómeros). No obstante, cuando la concentración de un surfactante 
supera una concentración crítica característica (la concentración micelar crítica, 
cmc) sus moléculas se asocian dinámica y espontáneamente en agregados o 
micelas. El tamaño de estas micelas varía entre los 2 nm y los 20 nm, 
dependiendo de la composición y concentración del surfactante. 
 
Como se muestra en la figura 2.3.2, las cabezas hidrofílicas de las 
moléculas de surfactante están siempre en contacto con el agua. Sin embargo, 
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las cadenas hidrofóbicas quedan en el interior de la micela, protegidas del agua 
que las rodea.  
 
Figura 2.3.2. Disposición de las moléculas anfifílicas en una micela. Alrededor se  
encuentran las moléculas de agua del medio. 
 
En general, cuanto mayor es la longitud de las cadenas hidrocarbonadas, 
menor es la cmc. La cmc es diferente para cada surfactante, así como lo es el 
valor promedio de las moléculas de dicho surfactante en una micela, lo que se 
conoce como número de agregación. Es importante tener en cuenta que las 
micelas poseen una alta relación superficie/volumen debido a su tamaño 
reducido y a su forma generalmente esférica. Las caracterísitcas del entorno que 
las rodea (pH, fuerza iónica, temperatura…) pueden influir en su tamaño, 
forma, cmc, número de agregación u otras propiedades [Poole 1998].  
 
La adición de electrolito a una disolución acuosa de surfactante 
disminuye el valor de la cmc, siendo este efecto importante en el caso de 
surfactantes iónicos., debido a la reducción de las repulsiones electrostáticas 
entre las cabezas cargadas. 
 
Se muestra en la figura 2.3.3 el cambio de forma producido en las micelas 
de SDS, esféricas en agua, hacia una forma elongada por la adición de NaCl al 
medio [Rawat 1999]. Observar que el espaciado entre las cabezas cargadas de 
SDS es menor en la micela elongada, pero la estructura estable debido a que las 
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repulsiones electrostáticas están atenuadas por los iones de la sal añadida al 
medio. 
 
Figura 2.3.3. Cambio de forma producida en las micelas de SDS por la adición de NaCl. 
 
La cmc representa un estrecho intervalo de concentraciones en el que el 
valor de las derivadas parciales con respecto a la concentración de tensioactivo 
de propiedades de la disolución muestran cambios muy bruscos. Así, la cmc de 
los surfactantes ha sido determinada utilizando medidas de conductividad, 
tension superficial o fluorescencia [Rosen 1989, Birdi 1997, Domínguez 1997, 
Nakahara 2005]. Las técnicas basadas en sondas fluorescentes, las cuales poseen 
una alta sensibilidad a los cambios en el microentorno, son un método muy 
efectivo a la hora de detectar la formación de micelas en disoluciones acuosas 
[Zana 1987, Kalyanasundaram 1977, Aguiar 2003, Domínguez 1997, Quagliotto 
2009, Barbero 2009]. Asimismo, la técnica del DLS (dispersion dinámica de luz) 
resulta muy útil para la caracterización de estas micelas. 
 
Es importante tener en cuenta que las micelas son estructuras de 
naturaleza dinámica, rompiéndose y reconstruyéndose continuamente en el 
seno de la disolución [James-Smith 2006]. De hecho, las micelas se consideran la 
estructura formada por moléculas de surfactante más desorganizada de todas, 
debido a estos rápidos procesos de ruptura y reconstrucción 
 
Las micelas se utilizan en un amplio rango de aplicaciones prácticas, 
como son procesos de disolución, separación o preservación, y también como 
“recipientes” de reacción  [Moroi 1992, Myers 2006, Steed 2009]. Especies 
insolubles en agua pueden incorporarse en el interior de la micela, 
manteniéndose las micelas en solución gracias a las interacciones favorables de 
sus cabezas polares con las moléculas de disolvente. El ejemplo más común de 
este fenómeno son los detergentes, que son capaces de eliminar sustancias 
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lipofílicas muy poco solubles que no pueden ser eliminadas únicamente con 
agua. Esta capacidad de solubilización de especies hidrofóbicas también resulta 
muy útil en el desarrollo de las  técnicas conocidas como de drug delivery, o 
transporte y liberación de fármacos (apartado 2.3.7).  
 
 Si se mezclan surfactantes catiónicos y aniónicos, se neutralizan entre 
ellos, lo que eliminaría o haría disminuir notablemente la carga del complejo 
formado, provocando su precipitación. Sin embargo sí es posible preparar 
surfactantes complejos aniónico-catiónicos si uno u otro o incluso ambos poseen 
un grupo hidrofílico además de la cabeza cargada [Mehreteab 1992]. Los 
complejos neutros solubles en agua resultantes presentan propiedades similares 
a las exhibidas por los surfactantes neutros, presentando concentraciones 
micelares críticas muy bajas. 
 
Si trabajamos en medios apolares, los surfactantes tenderán a la 
autoasociación formando estructuras en las que los grupos polares de los 
monómeros se orientan hacia el centro (en cuyo interior hay moléculas de agua) 
y las cadenas hidrofóbicas se extienden hacia fuera, hacia la fase orgánica 
apolar. 
 
 
 
 
2.3.3. Liposomas 
Las vesículas compuestas por al menos una bicapa lipídica formadas por  
fosfolípidos o mezclas de los mismos se conocen como liposomas [Kunieda 
1993, Hauser 1983, Evans 1986, Mann 1986, Rydhag 1982, Regev 1999]. Los 
liposomas consisten en estructuras supramoleculares formadas por ensamblaje 
de moléculas anfifílicas que contienen dos cadenas hidrocarbonadas 
hidrofóbicas y una cabeza polar hidrofílica (frente a la cadena única en el caso 
de las moléculas que forman micelas). Ejemplos de fosfolípidos que forman 
estos liposomas pueden encontrarse en la referencia [Avanti Polar Lipids], 
(figura 2.3.4). 
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Figura 2.3.4. Estructura de 1,2-dipalmitoyl-sn-glycero-3-phosphocholine, 16:0 PC, DPPC. 
 
 
 Como se muestra en la figura 2.3.5, un liposoma es un agregado 
multilaminar compacto, en la que una bicapa lipídica separa un nucleo interno 
acuoso de la fase acuosa externa. 
 
  
Figura 2.3.5. Estructura de un liposoma 
 
 
Los liposomas pueden prepararse utilizando métodos como la sonicación 
o la extrusión, a partir de dispersiones laminares diluidas de lípido o mezclas 
de lípidos [Šegota 2006]. 
 
 La fuerza impulsora que lleva a estas moléculas anfifílicas a asociarse es 
la misma que en el caso de la formación de agregados más sencillos como las 
micelas: la tendencia de la parte hidrofóbica a minimizar el contacto con el agua, 
es decir, el efecto hidrofóbico (Sección 2.3.1). 
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 Podemos distinguir vesículas pequeñas, grandes y gigantes (respecto al 
tamaño y la forma), uni- o multilaminares (respecto al número de bicapas), y 
también encontramos vesículas oligovesiculares. A continuación se detallan los 
distintos tipos de estructura. En la figura 2.3.6 se muestran algunos ejemplos. 
 
 
 
Figura 2.3.6. Diferentes tipos de estructura liposomal.  
 
 
Las vesículas unilaminares (UV) son aquellas que únicamente consisten 
en una bicapa lipídica, y pueden ser de varios tamaños: pequeñas (SUV, r =15-
50 nm), grandes (LUV, r = 50 nm - 10 µm) o gigantes (GUV, r > 10 µm). Las 
vesículas multilaminares (MLV), consisten en varias vesículas unilaminares 
concéntricas, lo que les da un aspecto similar al interior de una cebolla. Estas 
MLV suelen encontrarse en sistemas muy concentrados, mientras que 
estructuras unilaminares suelen formarse cuando la concentración de lípido es 
menor.  En condiciones especiales también pueden llegar a formarse lo que se 
conoce como vesículas oligovesiculares (OVV), que corresponden a aquellas 
estructuras en las que varias vesículas pequeñas y no concéntricas se 
incorporan en el interior de una mayor [Menger 1996]. 
 
 El tamaño y la forma, así como la polidispersidad, el potencial superficial, 
el grado de ionización, la permeabilidad y otras propiedades de los liposomas 
dependen del método de preparación. Para muchas aplicaciones es necesaria 
una distribución de tamaños de vesícula muy estrecha, así como una elevada 
estabilidad durante largos períodos de tiempo [Fendler 1987], es por ello que el 
proceso de preparación elegido es crítico. 
!
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Los liposomas se forman hidratando películas delgadas de lípido, 
haciendo que estos lípidos se hinchen formando bicapas líquido-cristalinas que 
posteriormente empiezan a fluir. Al agitar, estas bicapas se separan unas de 
otras y se cierran sobre sí mismas formando MLV protegiendo así la parte 
hidrocarbonada de la bicapa del agua. Una vez que estas partículas grandes se 
han formado, la reducción de tamaño requiere un aporte de energía, que por lo 
general se utiliza en forma de ultrasonidos (que lleva hasta la formación de 
SUV) o en forma de energía mecánica, extrusión (que lleva a la formación de 
LUV). En la siguiente figura se muestra un esquema de todo el proceso. 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig. 2.3.7. Esquema de formación de LUV (a través de extrusión) y SUV (mediante sonicación). 
 
 
Aunque las propiedades de los liposomas pueden variar mucho 
dependiendo de su composición (los lípidos pueden ser catiónicos, aniónicos o 
neutros, e incluso mezclas), el método de preparación es general para todo tipo 
de vesículas, independientemente de esta composición. Los pasos principales 
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del procedimiento incluyen, como se  ha indicado, la preparación del lípido 
para la hidratación, la hidratación con agitación y finalmente la 
homogeneización del tamaño de las vesículas.  
 
Una vez se han formado los liposomas, mantener las propiedades físicas 
de estas partículas pude resultar complicado, ya que por ejemplo, es fácil que la 
distribución de tamaños se vea alterada si estos liposomas se almacenan debido 
a la degradación de las vesículas con el paso del tiempo. Dependiendo de la 
aplicación que se les va a dar a los liposomas, estos cambios en su tamaño 
pueden tener una influencia negativa en su funcionalidad. Otro efecto que 
puede observarse en estos sistemas con el paso del tiempo es la 
permeabilización de las bicapas, lo que en caso de estar utilizando los 
liposomas como sistema de encapsulación, puede provocar la pérdida del 
material encapsulado. Congelar estas suspensiones no es la solución, ya que en 
dicho proceso pueden romperse las vesículas, provocando de nuevo cambios en 
la distribución de tamaños y pérdidas de materiales encapsulados si es el caso. 
El tiempo de almacenamiento de estas supensiones depende de varios factores, 
entre los que se incluyen la temperatura, pH y otras caracterísitcas del medio. 
En general, los liposomas que se guardan en tampon a pH 7.4 y a unos 4 ºC, no 
suelen presentar cambios en su estructura en un tiempo de entre 5 y 7 días. 
 
Todos los lípidos poseen una temperatura característica (Tc) a la cual 
sufren una transición de fase desde la fase gel a la fase líquido-cristalina 
(también conocida como fluida o de líquido ordenado). Para un tipo dado de 
lípido, Tc disminuye conforme decrece la longitud y aumenta el grado de 
insaturación de la cadena.  
 
Una importante propiedad de las bicapas fluidas es la relativamente 
elevada movilidad de las moléculas lipídicas individuales. Cada molécula 
lipídica intercambia su localización con su vecina en una escala de tiempo del 
nanosegundo, y migra a largas distancias [Berg 1993]. En contraste con esta 
elevada movilidad en el plano, nos encontramos con que es necesaria una 
energía de activación muy alta para que estas moléculas de lípido salten de un 
lado a otro de la bicapa (flip flop). En una bicapa constituida por fosfatidilcolina 
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este proceso generalmente ocurre en la escala de tiempo de semanas [Homan 
1988]. Esta discrepancia puede entenderse en términos de la estructura básica 
de la bicapa. Para que un lípido pueda pasar de una lado a otro, su cabeza 
hidratada tiene que atravesar el centro hidrofóbico de la bicapa, lo que resulta 
energéticamente desfavorable. A diferencia de las bicapas en estado líquido-
cristalinas, los lípidos en una bicapa en fase gel exiben muy poca movilidad 
tanto lateral como saltos entre bicapas.  
 
 
 
 
 
 
 
      
 
 
 
Figura 2.3.8. En el diagrama se muestra cómo afectan los lípidos insaturados a la estructura. Los 
lípidos con cadenas insaturadas (azules) alteran el empaquetamiento  
de los lípidos con cadenas saturadas (negras). 
 
La presencia de colesterol ejerce una profunda y compleja influencia 
sobre las propiedades de la bicapa lipídica debido a sus características físicas 
únicas. Aunque es un lípido, el colesterol muestra una ligera similitud con los 
fosfolípidos. El dominio hidrofílico del colesterol es muy pequeño, consistiendo 
en un único grupo hidroxilo. Unido a este alcohol se encuentra una estructura 
rígida compuesta por varios anillos fusionados. En el extremo opuesto de la se 
encuentra una cadena corta hidrocarbonada (figura 2.3.9). Es conocido desde 
hace décadas el hecho de que añadir colesterol a una capa en fase fluida 
disminuye su permeabilidad en agua [Corvera 1992, Needham 1990]. 
Recientemente se ha demostrado que la naturaleza de esta interacción se debe a 
la intercalación del colesterol entre las moléculas de lípido, rellenando los 
espacios libres e incrementando el orden de las cadenas lipídicas adyacentes 
[Bhattacharya 2000]. Esta interacción también provoca el aumento de la rigidez 
Sólo lípidos saturados Saturado 
Mezcla de saturados 
e insaturados 
Monoinsaturado 
Doble 
enlace 
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mecánica en las bicapas fluidas [Boal 2002] y la disminución de su coeficiente 
de difusión lateral [Rubenstein 1979]. Por el contrario, la adición de colesterol a 
bicapas en fase gel provoca la desorganización del empaquetamiento, 
induciendo un aumento del coeficiente de difusión [Rubenstein 1979]. 
 
 
Figura 2.3.9. Estructura molecular del colesterol. 
 
Las fosfatidilcolinas (PCs) constituyen casi el 50% del contenido total en 
fosfolípidos de las membranas celulares de los mamíferos. Estas 
fosfatidilcolinas poseen una cabeza zwitteriónica, con carga negativa sobre el 
grupo fosfato y carga positiva sobre el grupo amino [Yeagle 1993]. Otro tipo de 
fosfolípidos importantes en las células eucarióticas son las 
fosfatidiletanolaminas (PE), las fosfatidilserinas (PS) y las esfingomielinas (SM) 
[Yeagle 1993]. Las membranas celulares bacterianas además de contener PCs y 
PEs, contienen cantidades sustanciales de lípidos cargados negativamente como 
el fosfatidilglicerol (PG) o la cardiolipina (CL) [Prossnigg 2010]. Además, a 
diferencia de las membranas celulares eucariotas, las bacterianas, con alguna 
excepción, generalmente no contienen esteroles. 
 
La estructura de bicapa lipídica de los liposomas y su composición es 
similar a la de las membranas celulares biológicas. Debido a su parecido con las 
membranas naturales y su carácter no tóxico, los liposomas se han utilizado 
como modelos in vitro para membranas celulares. En este aspecto se ha 
desarrollado un nuevo campo de investigación química, la denominada química 
mimética [Fendler 1987, Lohner 2008], que se encarga de estudiar las 
propiedades, mecanismos y funcionamiento de las biomembranas, tanto in vivo 
como in vitro, mediante el uso de estas liposomas o vesículas artificiales que 
mimetizan, en su composición y estructura, la membrana celular.  
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Los liposomas tienen capacidad como transportadores de compuestos 
tanto hidrofílicos, como hidrofóbicos y anfifílicos. Los compuestos hidrofílicos 
pueden ser encapsulados en el núcleo acuoso de los liposomas, mientras que los 
compuestos hidrofóbicos y anfifílicos pueden incorporarse en el interior de la 
bicapa lipídica. La permeabilidad y la capacidad de entrampamiento de los 
liposomas suele estudiarse a partir de las medidas de fluorescencia de 
fluoróforos encapsulados dentro del compartimento acuoso [Weinstein 1984]. 
Como se tratará en el apartado 2.3.7, los liposomas son ampliamente estudiados 
por su capacidad de actuar como vehículos para la distribución y liberación de 
fármacos.  
 
 
 
2.3.4. Moléculas anfifílicas peptídicas 
Los péptidos anfifílicos (amphiphilic peptides) están formados por 
aminoácidos hidrofóbicos e hidrofílicos, alternando unidades de aminoácidos 
positivos/negativos, polares/no polares y espaciadores. Debido a la 
complejidad de las interacciones involucradas, estas secuencias conducen a una 
variedad de agregados, desde vesículas, nanotubos, nanocintas enroscadas 
(twisted nanoribons) o entramados fibrilares (fibrilar networks). Por otro lado, las 
moléculas anfifílicas peptídicas (peptide amphiphiles) son una clase de 
surfactantes, que llevan una o más cadenas hidrocarbonadas largas unidas a 
una cabeza polar que está compuesta por aminoácidos. Se ha obtenido que en 
muchos casos, las moléculas anfifílicas peptídicas forman nanofibras en 
disolución acuosa, similares estructuralmente a las micelas cilíndricas, en las 
que las colas alifáticas están en la parte interior o core y los oligopéptidos 
quedan en la superficie expuestos al contacto con el agua (figura 2.3.10). Las 
interacciones involucradas en la formación de estas estructuras organizadas 
incluyen interacciones dipolares, interacciones π-π de apilamiento “stacking”, 
enlaces de hidrógeno, interacciones de van der Waals, fuerzas electrostáticas, 
efecto hidrofóbico y efectos estéricos [Hartgerink   2002]. El pH tiene 
normalmente una profunda influencia en la morfología adoptada. En particular, 
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la formación de láminas β (β sheet) es el factor predominante que conduce a una 
arquitectura cilíndrica [Adams 2007, Stendahl  2006,  Dexter  2008].   
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura.2.3.10. Esquema de la structura organizada formada por moléculas anfifílicas peptídicas 
en forma de micelas cilíndricas. La parte interna la constituyen cadenas hidrocarbonadas que 
están unidas a una unidad peptídica constituida por varios aminoácidos que quedan en la parte 
exterior. 
 
El estudio de esta nueva clase de biomateriales encuentra aplicaciones en 
el transporte y liberación de fármacos, en el campo de la nanoingeniería de 
tejidos y reconocimiento molecular, estudios de formación de fibras y placas 
amiloides, etc. [Paramov 2006]. 
 
Se ha escogido trabajar en esta tesis con dos moléculas anfifílicas 
peptídicas, para el estudio de las interacciones establecidas con el fluoróforo 
coralina y su incorporación en las estructuras formadas en agua. El primer 
ejemplo consiste en una unidad peptídica compuesta por tres aminoácidos, Ala-
Ala-Val, llevando unida una cadena hidrocarbonada de 16 carbonos (figura 
2.3.11.a), que según la bibliografía, forma micelas cilíndricas alargadas en 
disolución [Maji 2012]. Estos autores estudian el efecto que tiene reemplazar el 
aminoácido central alanina por prolina (figura 2.3.11.b), el cual por 
impedimento estérico desestabiliza la formación de enlaces de hidrógeno y la 
estructura pasa a ser micelas esféricas. Así, este sencillo ejemplo muestra que si 
bien el efecto hidrofóbico es la fuerza impulsora para la formación de la 
estructura organizada en solución, la formación de enlaces de hidrógeno 
determina morfología del agregado.  
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Figura.2.3.11. Estructura química de las moléculas anfifílicas peptídicas a) C16-Ala Ala Val y b) 
C16-Ala-Pro-Ala. 
 
El segundo ejemplo elegido en esta tesis tiene relación con la formación 
de placas amiloides y la enfermedad de Alzheimer. Es sabido que el péptido β 
amiloide Aβ(39-43) es el mayor componente de las placas neuríticas 
encontradas en los pacientes que sufren la enfermedad de Alzheimer. El cambio 
de conformación de cadena desordenada (random coil) o α hélice (α hélix) a 
lámina β (β sheet) se ha propuesto como la causa de la fibrilogénesis y toxicidad 
[Clippingdale 2001]. La región correspondiente a las posiciones 17-21 forma el 
corazón de lámina β de las fibrillas amiloides [Wood 1995, Danielsson 2004]. La 
región 11-27 es la más estable, contribuye a la conformación α-hélice e inhibe la 
fibrilogéneis [Marcinowski 1998]. Por ello, en el trabajo de Deng et al. [Deng 
2009], se ha elegido trabajar con el fragmento de interés biológico, Aβ(11-17), 
unidad peptídica a la que se le ha unido una cadena hidrocarbonada de 12 
átomos de carbono, lo que facilitará el ensamblado molecular (figura 2.3.12). 
 
 
Figura 2.3.12. Estructura química de la molécula anfifílica peptídica C12- Aβ(11-17). Secuencia 
de aminoácidos EVHHQKL* de N a C terminal. E = Glu = ácido glutámico; V = Val = Valina; H 
= His = Histidina; Q = Gln = Glutamina; K = Lys = lisina; L = Leu = Lucina. 
  
(a) 
(b) 
 2. Introducción  
 
 
42 
Deng et al. obtuvieron que tanto la concentración de C12- Aβ(11-17) 
como el efecto del pH juegan un papel crucial en la morfología de las 
estructuras fibrilares obtenidas. Teniendo en cuenta el pKa de los aminoácidos 
que componen la molécula, resulta que a pH 3,0 la molécula lleva dos cargas 
positivas, mientras que a pH 10,0, dos cargas negativas, lo que interviene 
definitivamente frente a la formación de enlaces de hidrógeno. Se obtuvieron 
fibras tipo micela cilíndrica, ensamblado lateral de estas fibras hacia la 
formación de placas o twisted nanoribons, según el pH y la concentración de 
trabajo. Por otra parte, se comprobó que el péptido sin la cadena alifática Aβ(11-
17) no forma fibras. Esto muestra la importancia del efecto hidrofóbico en la 
fibrilogénesis amiloide. 
 
 
 
2.3.5. Téctomeros  
Recientemente se han sintetizado y descrito oligoglicinas capaces de 
formar estructuras 2D (“tectómeros”), estables tanto en disolución como sobre 
superficies sólidas [Tsygankova 2014, Bovin 2008, Tuzikov 2003] [figura 2.3.13]. 
Estas estructuras están estabilizadas por la formación de enlaces de hidrógeno 
en dos dimensiones entre las unidades de glicina que existen en los extremos de 
la molécula (llamados antenas). Así, se pueden clasificar las moléculas de 
oligoglicina en biantenarias, triantenarias y tetraantenarias.  
 
 
Figura 2.3.13. Estructura de oligoglicinas de cuatro (arriba), tres (en medio) y dos antenas 
(abajo). 
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Figura 2.3.14. Estructura de la poliglicina (PG II), tomada de [Bovin 2008]. 
 
A diferencia de la poliglicina (PG II), cuya estructura es helicoidal (figura 
2.3.14), en los tectómeros la formación de los enlaces de hidrógenos sucede en 
dos dimensiones. La estabilidad de estas estructuras 2D en agua, la cual puede 
resultar sorprendente a primera vista, se explica por  la alta densidad de enlaces 
de hidrógeno y por la inaccesibilidad de las moléculas de agua hacia las 
regiones internas de las estructuras. Este tipo de ensamblaje no covalente dando 
lugar a un compuesto supramolecular se conoce como tectómero. La palabra 
tectómero proviene del término griego “tecton”(τεχτων), que significa pieza de 
construcción, y que puede entenderse como pequeñas moléculas capaces de 
ensamblarse por interacciones no covalentes [Simar 1991]. La formación de 
tectómeros se ve favorecida por el desplazamiento del pH hacia la región básica. 
Aunque la formación de estos tectómeros puede tener lugar en disolución, la 
velocidad del proceso de ensamblaje presenta dos órdenes de magnitud mayor 
si se produce sobre una superficie de mica [Tsygankova 2011], debido a la 
interacción entre las cargas opuestas de la superficie de la mica (negativas) y de 
los grupos amino terminales que se encuentren protonados. La figura 2.3.15 
muestra tres posibles casos de asociación sobre superficie de mica dependiendo 
de que se trate de oligoglicinas bi-, tri- o tetra-antenarias. Estos péptidos 
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oligoglicínicos son capaces de formar capas lisas a nivel atómico, lo que les 
confiere un gran potencial como plataformas para la construcción y diseño de 
nuevos nanodispositivos [Bovin 2008]. 
 
 
Figura 2.3.15. Asociación de oligoglicinas sobre superficie de mica. Figura tomada de 
[Tsygankov 2011]. 
 
Los tectómeros también han demostrado tener interés terapéutico 
[Tuzikov 2003, Bovin 2004]. Así, se ha mostrado la actividad antiviral de 
tectómeros funcionalizados mediante la unión covalente de monosacáridos u 
oligosacáridos, por unión específica múltiple a las partículas virales. Así, la 
adsorción de placas de tectómero glicosilado sobre la superficie del virus de la 
gripe bloquea la adhesión del virus a las células (figura 2.3.16).  
 
 
Fig.2.3.16. Esquema mostrando la accón de bloqueo del virus de la gripe, por  unión múltiple de 
tectómero glicosilado. Figrua tomada de [Bovin 2004]. 
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2.3.6. Otras estructuras auto-organizadas en disolución 
A continuación, se comentan brevemente otras estructuras auto-
organizadas en disolución que se han considerado ejemplos interesantes, 
aunque no han sido estudiadas en esta tesis.  
 
Los surfantantes gemini son una nueva clase de moléculas auto-
ensamblables [Menger 1993, Zana 2002] (figura 2.3.17). Se caracterizan por ser 
su concentración micelar crítica uno o dos órdenes de magnitud menor que la 
de sus correspondientes surfactantes monoméricos [Zana 1991] y por ser mucho 
más eficientes a la hora de hacer disminuir la tensión superficial del agua 
[Menger 2000].  
 
 
 
                                           
 
 
 
 
Figura 2.3.17. a) Dos tipos de surfactantes gemini; b) Tipos de micelas formados, según el 
tamaño del espaciador. 
 
Kondo et al. han presentado la preparación de cápsulas moleculares tipo 
micela que contienen grandes “paneles curvados” aromáticos, por lo que 
pueden describirse como micelas aromáticas [Kondo 2013]. Este nuevo tipo de 
cápsulas moleculares nanométricas (figura 2.3.18) tienen un gran potencial 
desde el punto de vista práctico como contenedores y reactores funcionales.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 2.3.18. Esquema de micela típica (a) y micela aromática (b). 
a 
b 
 
Cabeza  
hidrofílica “Panel curvado” aromático Cadena 
hidrofóbica 
lineal 
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Las bicelas son agregados lipídicos discoidales compuestos tanto por 
fosfolípidos de cadena larga como tensioactivos o fosfolípidos de cadena corta 
[Dürr 2012, Whiles 2002]. Como se muestra en la figura 2.3.19, la característica 
estructural que diferencia a la bicela de otros agregados es una bicapa central 
plana constituida por los fosfolípidos de cadena larga, flanqueados por dos 
bordes de fosfolípidos de cadena corta o tensioactivos que protegen las largas 
cadenas hidrocarbonadas del agua circundante. Hasta la fecha la combinación 
de dimiristoilfosfatidilcolina (DMPC), como componente formador de bicapas 
de cadena larga, con dihexanoilfosfatidilcolina (DHPC), como componente 
tensioactivo, ha resultado ser la elección más común para la formulación de 
bicelas. 
         
Figura 2.3.19.  Representación esquemática de una bicela, mostrando su región plana, formada 
por fosfolípidos de cadena larga, y los bordes constituidos por fosfolípidos de cadena corta 
[figura extraída de [Whiles 2002]. Para relaciones cadena larga/cadena corta altas (> 3) y 
concentraciones de fosfolípido total altas (ct ~ 15–25% (w/w)), las bicelas forman agregados 
discoidales de unos 500 Å de diámetro [Vold 1996]. 
 
Los nanodiscos fueron descritos por primera vez por Civjan  y Bayburt et 
al. [Civian 2003, Bayburt 2010,], y proporcionan un sistema de bicapa 
fosfolipídica unido mediante lo que se conoce como “andamios de proteínas de 
membrana” (MSPs, Membrane Scaffold Proteins). Estos MSPs presentan una 
superficie hidrofóbica, que es la que está en contacto con la bicapa, y otra 
superficie hidrofílica, que es la que queda hacia el exterior (figura 2.3.20). Esta 
configuración hace que estos nanodiscos sean muy solubles en disoluciones 
acuosas, permitiendo la solubilización de proteínas de membrana en ausencia 
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de tensioactivos. Estas nanobicapas presentan unos diámetros de entre 7 y 13 
nm. 
       
Figura 2.3.20. Representación esquemática de un nanodisco. En verde, los MSPs. 
 
 
2.3.7. Vehículos para el transporte y liberación de fármacos 
 Los sistemas de distribución localizada de fármacos, diseñados para 
suministrar el fármaco de forma local y no sistémica (afectando al cuerpo 
entero), son una vía muy común para disminuir los efectos secundarios y la 
toxicidad de dichos fármacos mientras se maximiza el impacto del tratamiento 
[Francis 2000, Torchilin 2005]. 
 
Como ya se ha mencionado los liposomas pueden ser cargados con una 
amplia variedad de fármacos solubles en agua (se transportan introducidos en 
el compartimento acuoso interior) pero también pueden transportar fármacos 
no solubles en agua, introducidos en el compartimento hidrofóbico de la bicapa 
lipídica), y por ello se consideran muy prometedores para este papel.  
 
Las aplicaciones de los liposomas como sistemas de administración 
controlada incluyen la administración de enzimas [Finkelstein 1978], fármacos 
anticancerígenos [Leyland-Jones 1993], fungicidas [Chopra 1992], fármacos 
antiparasitarios [Gray 1991], fármacos antibacterianos [Nicholov 1993, Škalko 
1992], antivirales [Phillips 1992] y aplicaciones en manipulación genética 
[Mannino 1988]. Los liposomas también han demostrado ser valiosos en el 
diagnóstico y seguimiento por imagen de tumores [Williams 1984], como 
adyuvantes de vacunas [Alving 1991], como agentes de administración de 
hidratantes y antiinflamatorios para la piel [Strauss 1989] y como portadores de 
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fármacos en oftalmología [Niesman 1992]. El uso generalizado de los liposomas 
ha sido revisado recientemente [Samad 2007, Allen 2013]. 
 
El mayor problema que presenta el uso de liposomas para la 
administración y distribución de los fármacos por inyección directa en el 
torrente sanguíneo es la captación específica de los liposomas por parte del 
sistema reticuloendotelial (RES) [Perrie 2010]. Pueden conseguirse tiempos de 
circulación mayores mediante el recubrimiento con un polímero, siendo los más 
utiizados los polietilenglicoles (PEG) [Torchilin 1994, Allen 1994, Hervella 2014] 
(figura 2.3.21). 
       Figura 2.3.21.  Diagrama esquemático de un liposoma a cuya superficie se ha unido 
covalentemente PEG. 
 
 
 Los liposomas se utilizan para la administración controlada de fármacos 
en terapia oncológica; son no-tóxicos y degradables en el cuerpo debido a que 
su contenido principal son lípidos de origen natural. Como ya se ha comentado, 
los liposomas poseen la capacidad de transportar en su interior tanto fármacos 
hidrofílicos como hidrofóbicos. Además de proteger los fármacos de su 
degradación en el torrente sanguíneo, su propiedad más importante es su 
capacidad de acumularse en los tejidos tumorales por focalización pasiva 
debida al aumento de permeabilidad y el efecto de retención [Brand 2001]. 
 
En cuanto a las micelas, incluyendo las micelas poliméricas [Nishiyama 
2006], debido a su pequeño tamaño, demuestran una espontánea capacidad de 
penetración y acumulación en los intersticios de tejidos tumorales, altamente 
vascularizados, lo que minimiza la toxicidad indeseada de estos fármacos hacia 
los tejidos sanos [Torchilin 2000, Kwon 1995]. 
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Uchegbu et al. [Uchegbu 2013] señalan que el hecho de que las micelas 
estén en continuo intercambio de moléculas entre el agregado y el medio afecta 
negativamente tanto a la estabilidad como a la biocompatibilidad de las 
formulaciones micelares, lo que presenta un inconveniente a tener en cuenta en 
cuanto a su utilización como cápsula de transporte de fármacos.  Ciertos 
ligandos pueden ser unidos covalentemente por el exterior, buscando 
minimizar el equilibrio dinámico.  
 
 Además de micelas y liposomas, el desarrollo de nuevos 
nanotransportadores incluye multitud de materiales como son los dendrímeros 
[Sánchez-Sancho 2002, Hernández-Aínsa 2011], polímeros [Rieter 2008, Fleige 
2012], hidrogeles [Qiu 2001], nanopartículas [Faraji 2009, Banerjee 2007, 
Agostini 2012], nanotubos de carbono funcionalizados [Bianco 2005, Kam 2005, 
Liu 2007] y óxido de grafeno [Bao 2011, Kundu 2015]. Este desarrollo ha abierto 
innumerables vías en la administración controlada de fármacos, la terapia 
genética y en una gran variedad de otras aplicaciones tecnológicas [Shi 2010, 
Jabr-Milane 2008, Torchilin 2006, Pansare 2012, Assali 2013, Qiu 2001]. Los 
nanotransportadores que combinan una capacidad terapéutica y de diagnóstico 
efectivas han atraído mucha atención en el área de la teranóstica [Xie 2010, 
Chen 2015]. 
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3.1. REACTIVOS Y PREPARACIÓN DE MUESTRAS 
 
3.1.1. Reactivos 
 Se utilizó el fluoróforo cloruro de coralina (cloruro   de   2,3,10,11-­‐‑
tetrametoxi-­‐‑8-­‐‑metilisoquino[3,2-­‐‑a]isoquinolinio,  38989-­‐‑38-­‐‑7  CAS), de Aldrich, el 
cual se purificó por recristalización con metanol (MeOH, Panreac, HPLC-
gradiente, PAI-ACS). Las disoluciones de coralina se mantuvieron siempre 
protegidas de la luz. La estructura de la molécula aparece representada en la 
figura 3.1.1. Es importante destacar que la coralina es una sal de amonio 
cuaternario, por lo que posee una carga positiva permanente a cualquier valor 
de pH. 
                
 
Figura 3.1.1. Estructura molecular del cloruro de coralina. 
 
Con fines comparativos, (apartados 6.1.1.7 y 6.1.3.7) se utilizó el 
fluoróforo berberina (633.65.8   CAS), cuya estructura no es completamente 
plana, al no ser completamente conjugada: 
          
Figura 3.1.2. Estructura molecular del cloruro de berberina. 
 
Se eligieron sustancias que forman estructuras auto-organizadas en 
disolución en orden creciente de complejidad: micelas, liposomas, fibras y 
tectómeros bidimensionales. 
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Para estudiar micelas se utilizaron distintos surfactantes, con cabeza 
polar aniónica, como el dodecilsulfato sódico (SDS, ≥99.0%, Sigma-Aldrich), 
cabeza polar catiónica, como el bromuro de tetradeciltrimetilamonio (TTAB, 
≥99.0%, Sigma-Aldrich) y el bromuro de hexadeciltrimetilamonio (CTAB, 
≥98.0%, Sigma-Aldrich). Y también se utilizó n-dodecilfosfocolina (DPC, 
>99.0%, Avanti Polar Lipids), de naturaleza zwiteriónica. Las estructuras 
químicas aparecen en la Figura 3.1.3. 
 
Se prepararon disoluciones de liposomas, siguiendo el método descrito 
en el apartado 3.1.3, a partir de una fosfocolina de dos colas, 1,2-dipalmitoyl-sn-
glycero-3-phosphocholine (DPPC, >99.0%, Avanti Polar Lipids). Y además, se 
prepararon liposomas mixtos, DPPC con colesterol (COL, >94.0%, Sigma- 
Aldrich) en proporción DPPC:COL = 4 : 1,5 en moles, es decir, en proporción 
5,065 : 1 en gramos. 
 
 
 
  
 
             
 
Figura 3.1.3. Estructuras moleculares de surfactantes y fosfolípidos utilizados, así como el 
colesterol.  
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Se utilizaron las moléculas anfifílicas peptídicas N-n-hexadecanoyl-L-
Ala-L-Ala-L-Val-COOH, y C12-Aβ(11-17) con secuencia peptídica EVHHQKL* 
desde N- al C-terminal, que según aparece descrito en la literatura, forman fibras. 
Ambos fueron sintetizadas por JPT Peptide Technologies (>95%). Las 
estructuras moleculares se muestran en la figura 3.1.4: 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 3.1.4. Estructuras moleculares de las moléculas anfifílicas peptídicas utilizadas. 
E = Glu = ácido glutámico; V = Val = Valina; H = His = Histidina; Q = Gln = Glutamina; K = Lys = lisina; L = 
Leu = Leucina. 
 
 También se utilizó una oligoglicina biantenaria, C8H16(-CH2-NH-
Gly5)2·2HCl, pureza > 95%, proporcionada por PlasmaChem GmbH, que se 
utilizó sin posterior purificación. Se describe en la literatura que las 
oligoglicinas forman agregados 2D (tectómeros). 
 
 
 
 
Figura 3.1.5. Estructura molecular de la oligoglicina utilizada. 
 
En un experimento concreto, se utilizó β-caroteno en lugar de la coralina, 
para comparar su interacción e incorporación en los agregados de oligoglicina 
(tectómeros). El  -caroteno fue proporcionado por Aldrich (pureza ≥ 97.5 %). 
 
C16 ALA ALA VAL 
C12Aβ(11-17) 
OLIGOGLICINA 
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Además se estudió la interacción de coralina con alcanos disueltos en 
metanol, como pentano (C5), decano (C10) y el alcohol 2-dodecanol (C12OH), 
de Sigma-Aldrich, de purezas  > 99,0%, > 98,0% y 99,0%, respectivamente. 
 
 Para los ensayos de quenching se utilizó yoduro de potasio (KI, anhidro, 
ACS reagent, > 99,0%, Sigma-Aldrich) y se compararon los resultados con la 
adición de cloruro sódico a disoluciones de coralina (NaCl, ACS reagent, > 
99,0%, Sigma-Aldrich). 
 
Se ha trabajado en  medio acuoso (agua MilliQ, resistividad 18.2 MΩ cm 
a 25 ºC, fue proporcionada por un equipo Siemens LaboStar DI / UV 2, 
ultrapure water system) y en medio acuoso tamponado pH 7,4 (tampon que 
preparamos a partir de los reactivos Na2HPO4 y NaH2PO4, de Sigma-Aldrich, 
ambos anhidros, ACS reagent, de purezas >99,0 % y >98,0 %, respectivamente), 
y tampon pH 3,0 (en este caso disolución de ácido cítrico, NaOH y NaCl, con 
fungicida, de Fluka). En todos los casos se comprobó experimentalmente el 
valor del pH de cada disolución tamponada. En el caso del agua MilliQ se 
comprobó el pH con el método indicado en el anexo 1. También se ha trabajado 
con coralina en otros disolventes como metanol (MeOH, Panreac, HPLC-
gradiente, PAI-ACS), diclorometano (DCM, Panreac, UV-IR-HPLC-GPC, PAI-
ACS), isopropanol (IsoPrOH, Sigma-Aldrich, 99,5%,) y etanol (EtOH, Panreac, 
96,0%).  
 
En todos los casos se trabajó con las disoluciones preparadas el mismo 
día de la medida.  
 
 
3.1.2. Detalle de la preparación de algunas muestras 
 
3.1.2.1. Disoluciones de liposomas 
De un stock congelado preparado previamente (10 g/L de lípido en 
cloroformo/metanol 1:1, y en el caso de la mezcla DPPC/COL, se trabajó con 
una relación 5.065 mg/1 mg) se toma el volumen necesario en cada caso y se 
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evapora con corriente de nitrógeno (lo que previene además la oxidación de 
estos lípidos). Una vez evaporado completamente el disolvente, se añade el 
volumen de tampon (fosfatos 0.1 M, pH 7.4) requerido para conseguir la 
concentración en liposomas deseada, por lo general del orden de 8 mM. 
 
Una vez añadido el tampon, se agita la disolución en un vórtex (a 25 Hz) 
durante 5 minutos, seguido de lo cual se deja reposar durante media hora en un 
baño termostatizado a la temperatura elegida para cada lípido. La temperatura 
se elige de forma que el lípido se encuentre en un estado lo más fluido posible, 
esto es, a una temperatura elevada, nunca por encima de los 65 ºC (podrían 
degradarse) pero siempre por encima de su temperatura de transición Tc. En el 
siguiente cuadro se indica la Tc de cada uno de los lípidos utilizados y la 
temperatura elegida para el baño termostatizado utilizado en su preparación. 
 
 Tc (ºC) Tbaño (ºC) 
DPPC 41* 55 
DPPC/COL 
(en proporción 
5,065 mg : 1 mg) 
58 ** 60 
 
Tabla 3.1. El valor de la temperatura de transición de  DPPC se ha tomado de [Avanti 
Polar Lipids], y el de la mezcla  con colesterol de [McMullen 1995] 
 
Transcurridos los 30 minutos, de nuevo se agita en vórtex durante 10 
minutos. Para asegurarnos de la formación del mayor número de vesículas, se 
deja de nuevo reposar la disolución en el baño otra media hora, transcurrida la 
cual se agita durante 10 minutos en el vórtex.  
 
Llegados a este punto, lo que tenemos en disolución son vesículas 
multilaminares grandes (MLV). Estamos interesados en obtener liposomas  
unilaminares, es decir, que posean una sola bicapa, además de conseguir que la 
distribución de tamaños sea lo más homogénea posible. Para ello se utilizan dos 
procedimientos de extrusión o sonicación. En el primer caso se obtienen 
vesículas grandes unilaminares (LUV), de entre 120 y 140 nm de diámetro 
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(utilizando filtros con diámetro de poro típico de 100 nm). En el caso de la 
sonicación, se obtienen vesículas unilaminares más pequeñas (SUV), con un 
diámetro medio de entre 15 y 50 nm. En este trabajo se han utilizado los 
liposomas obtenidos por sonicación. La instrumentación más típica para este 
tipo de procedimiento es el baño o la sonda de ultrasonidos (probe tip sonicator). 
El tamaño medio y la distribución final dependen de una gran cantidad de 
factores, algunos de los cuales son muy difíciles de reproducir exactamente de 
un experimento a otro, lo cual influye en la reproducibilidad entre 
experimentos. No obstante, el inconveniente principal de la sonicación radica 
precisamente en el diámetro de las SUV, que al tener una curvatura elevada y 
existir tensión, poseen cierta inestabilidad inherente y tienden a agregarse en 
vesículas más grandes si se guardan por debajo de su Tc durante un tiempo 
prolongado [Chrzeszczyck 1977, Brouillette 1982]. Por estas razones, en 
nuestros experimentos se han preparado suspensiones de liposomas frescas 
para cada una de las pruebas, evitando su almacenaje. La dispersión producida 
por las vesículas SUV, que puede afectar a la señal de fluorescencia y debe ser 
corregida, es menor que en el caso de las vesículas de mayor tamaño LUV. 
 
En nuestro caso se utilizó una sonda de ultrasonidos (ver apartado 
3.2.13.). Debido a las altas temperaturas que pueden alcanzarse durante el 
proceso de sonicación, existe riesgo de degradación del lípido. Por ello fue 
necesario mantener la sonicación por poco tiempo, mantener el sistema 
refrigerado e incluir un tiempo de reposo entre los ciclos de sonicación (12 
ciclos – 15 s ON / 60 s OFF). Las suspensiones resultantes tras el proceso eran 
completamente transparentes.   
 
También preparamos liposomas mixtos de DPPC conteniendo colesterol, 
DPPC/COL, siendo conocido, como se comentó en la sección de introducción, 
que la inclusión del colesterol en la bicapa liposomal la hace más rígida y 
resistente [Ed. R. C. C. New, 1990]. 
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Figura 3.1.6. Esquema del protocolo seguido en la preparación de todos los liposomas (tomado 
de la referencia [Avanti  Polar Lipids]) 
 
  
 
3.1.2.2. Disoluciones de oligoglicina 
 La oligoglicina se disolvió en agua MilliQ (pH 6,2) y se mantuvo en un 
baño de ultrasonidos durante 2 minutos (100 W Branson 2510 bath sonicator, 
Branson Ultrasonics Corporation, Danbury, CT, USA). Algunas disoluciones, se 
sometieron además a sonicación mediante una sonda de ultrasonidos de 500 W 
(Cole Parmer Ultrasonic Processor, Cole-Palmer Instruments, Vernon Hills, IL, 
USA) en modo pulsado (1 s on / 3 s off, amplitud 21 %) durante 16 minutos (en 
total 4 minutos efectivos de sonicación). La energía total transferida a la 
muestra durante este proceso es de aproximadamente 1000 J. 
 
 En el caso de las muestras en medio tamponado a pH 7,4 en las que el 
péptido oligoglicínico no es soluble, se disolvió primero en agua MilliQ, y 
posteriormente se añadió el tampon a dicha disolución hasta alcanzar el pH 7,4 
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requerido. A este pH y la concentración empleada, los agregados formados por 
el péptido oligoglicínico (tectómeros) no son solubles y precipitan al añadir el 
tampon. Tras dejar la dispersión en reposo durante 4 horas, se caracterizaron 
tanto el sobrenadante como el sedimento, como se indica en el apartado 7.1.3. 
 
 
 
3.2. INSTRUMENTACIÓN Y METODOLOGÍA 
 
3.2.1. Medidas  de fluorescencia en estado estacionario 
Las medidas espectroscópicas de emisión llevadas a cabo se han 
realizado utilizando un espectrofluorímetro Fluoromax-P de Yobin Ivon 
(Horiba). Este equipo está controlado por el software para espectroscopía 
DataMax, y trabaja con una lámpara de arco de Xe cuyas fluctuaciones de 
intensidad temporales o de perfil son corregidas por un detector de referencia 
del propio equipo. La calibración de los monocromadores se comprueba 
tomando como referencia el pico Raman del agua. 
 
En todas las medidas de espectroscopía se han usado cubetas de cuarzo 
Suprasil de 3500 µL de volumen total, con cierre hermético, y 1 cm de paso 
óptico (111-QS) de Hellma, a excepción de los experimentos hechos con 
liposomas, en los que las cubetas utilizadas fueron cubetas de cuarzo Suprasil 
de 45 µL de volumen total, con cierre hermético y ventanas de 3x3 mm (105.251-
QS) también de Hellma. La temperatura de trabajo corresponde a la 
temperatura ambiente del laboratorio, 22ºC, exceptuando los estudios del 
comportamiento del fluoróforo con la temperatura (apartado 5.2). 
 
La longitud de onda de excitación de la coralina ha sido 410 nm en los 
experimentos hechos en agua y en medio acuoso tamponado, con el objetivo de 
excitar con preferencia el monómero frente al dímero. En metanol, no habiendo 
presencia de dímero, se excitó a 426 nm (apartado 5.2). En los experimentos 
realizados con el fluoróforo berberina en agua (apartados 6.1.1.7 y 6.1.3.7), la 
longitud de onda de excitación fue 360 nm. Las rendijas utilizadas fueron 2x2 
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en todos los casos. Se comprobó que los reactivos no proporcionaban señal de 
fluorescencia en el rango de trabajo. 
 
En el caso de las muestras con coralina en presencia de estructuras como 
liposomas, fibras o placas de moléculas anfifílicas peptídicas (apartados 6.2.1.2, 
6.2.2.2, 6.3.2.2 y 7.3), se procedió preparando varias disoluciones con la misma 
concentración de coralina (normalmente entre 0,2 y 0,1 ppm(a) en agua o 
tampon acuoso) y concentraciones crecientes de estas especies anfifílicas. Según 
las ecuaciones mostradas en el apartado 4, estos datos permitirán el cálculo de 
constantes de reparto o unión que cuantificarán la interacción entre el 
fluoróforo coralina y los distintos tipos de estructuras auto-organizadas en 
solución.  
 
Una vez preparadas estas disoluciones, tras 30 minutos de estabilización, 
guardadas protegidas de la luz, se midieron los espectros de emisión de 
fluorescencia de cada muestra. En el caso de muestras de liposomas, se 
utilizaron cubetas de sólo 50 µL.  
 
Se corrigió la dispersión, restando la señal correspondiente a los 
“blancos”, es decir, las mismas disoluciones con las estructuras auto-asociadas a 
las mismas concentraciones pero sin fluoróforo. Estas disoluciones, se midieron 
de igual forma y en las mismas condiciones instrumentales que sus 
equivalentes con coralina. Se obtuvo que la dispersión solamente fue 
significativa, frente a la intensidad de fluorescencia medida, en el caso de 
liposomas.  
 
En el estudio de la interacción entre coralina y micelas, se comprobó que 
se obtenían resultados en buena concordancia procediendo con otra 
metodología diferente: realizando adiciones sucesivas de una disolución de 
surfactante a la propia cubeta de medida. Así, se parte de un volumen de 
                                                
(a) 1 ppm = 1 µg·mL-1. Así, para el cloruro de coralina, 1 ppm equivale a una concentración 
2,5x10-6 M. 
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disolución de fluoróforo (normalmente 1.8 mL) y se van añadiendo alícuotas de 
la disolución de surfactante hasta llenar la cubeta (adiciones de 50 o 100 µL), 
registrando los espectros de emisión tras cada adición. Entre adición y adición 
protegiendo la cubeta de la luz, se esperó unos 15 minutos, para asegurarse la 
obtención de espectros ya estables. Posteriormente se corrige matemáticamente 
la dilución provocada en cada adición aceptando variación lineal de la señal y 
la concentración. De hecho, se trabajó a concentraciones de fluoróforo coralina 
en agua entre 0,2 y 0,1 ppm, y en metanol entre 1 y 0,5 ppm, siempre en  zona 
lineal en las gráficas de calibrado (figuras 5.1.3 y 5.1.6). A estas concentraciones 
tan bajas de coralina no se detectó presencia de dímeros cuando se realizaron 
las medidas de fluorescencia con resolución temporal (anexo 7). Finalmente 
compararemos la intensidad de fluorescencia obtenida tras cada adición I con la 
intensidad inicial teniendo en cuenta la corrección por dilución I0, i, obtenida 
según la expresión: 
                                             I0,i =
I0 !V0
V0 +Vi
     (3.1) 
donde V0 es el volumen de partida en la cubeta de disolución de fluoróforo, Vi 
el volumen que se ha adicionado a la cubeta de disolución de surfactante, e I0 es 
la intensidad de fluorescencia de la disolución inicial de coralina en la cubeta 
antes de realizar ninguna adición de surfactante. 
 
Como se acaba de indicar, únicamente en el caso de coralina y micelas 
(apartados 6.1.1.1, 6.1.2.1, 6.1.3.1, 6.1.4.1, anexo 7), se prefirió trabajar realizando 
adiciones de surfactante en la propia cubeta de medida, siendo operativa esta 
forma de proceder, ya que se observó la rápida estabilidad de los espectros tras 
cada adición, debido a la rápida incorporación de la coralina en las micelas 
(estructuras menos compactas que liposomas, fibras de péptidos o tectómeros), 
siendo suficiente esperar unos 15 minutos entre adición y adición. En la figura 
3.2.1 se muestra a modo de ejemplo la buena concordancia de resultados 
obtenidos trabajando de ambas formas en el caso de coralina y micelas de DPC. 
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Figura 3.2.1. Comparación de resultados, en el caso de disoluciones conteniendo coralina y 
micelas de DPC a) en agua MilliQ y b) en metanol, trabajando según ambos métodos 
experimentales: (•) distintas disoluciones, conteniendo la misma concentración de coralina (0.1 
ppm en agua MilliQ o 1 ppm en metanol) y cantidades crecientes de DPC, y (•) realizando 
adiciones de DPC en la propia cubeta de medida, variando la concentración de coralina entre 
0,2 y 0,1 ppm en agua o entre 1 y 0,5 ppm en metanol, porlo que se corrije la dilución según la 
ecuación 3.21). 
 
 
3.2.2. Medidas de fluorescencia con resolución temporal: tiempo 
de vida del estado excitado 
Las medidas de emisión de un fluoróforo tras ser expuesto a un breve 
pulso de luz dan información más allá de la obtenida por las medidas de 
intensidad de fluorescencia en estado estacionario. Así, las medidas con 
resolución temporal pueden proporcionar información sobre distintas 
poblaciones de fluoróforos expuestos a distintos entornos; permite distinguir 
entre quenching dinámico y estático; las medidas de anisotropía pueden 
realizarse con resolución temporal; los estudios con resolución temporal de 
transferencia de energía resonante (RET) proporcionan información sobre 
distribución de distancias entre donor y aceptor; FLIM, la microscopía de 
fluorescencia de tiempos de obtención de imágenes a partir de datos de vida, es 
ya una técnica accesible; y otros ejemplos muestran que las medidas de 
fluorescencia con resolución temporal aportan información no accesible con las 
medidas en estado estacionario  [Lakowicz 2006, p. 97]. 
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 Las medidas de fluorescencia resueltas en el tiempo se llevaron a cabo 
utilizando un equipo FLS920 de Edinburgh Instruments y utilizando la técnica 
de conteo de fotones simples correlacionados con el tiempo (time-correlated 
single-photon counting TCSPC). La lámpara de excitación utilizada fue un láser 
de picosegundos EPL-375, también de Edinburgh Instruments, con una 
longitud de onda de emisión de 374,6 nm, y la detección de la señal se realizó 
utilizando un tubo fotomultiplicador R928P. Las curvas de decaimiento de la 
intensidad de fluorescencia fueron analizadas mediante regresión no lineal por 
mínimos cuadrados, ajustando los datos a una suma de exponenciales, como 
viene expresado en la ecuación: 
I (t) = !i
i
!  exp("t / " i )  
donde αi es la amplitud normalizada (Σαi = 1) de la componente i asociada al 
tiempo de vida τi. La fracción de intensidad de la componente i, fi , viene dada 
por la ecuación: 
fi =
!i" i
!i" i
i
!
 
Se llevaron a cabo los ajustes tanto mono como biexponenciales (llegando 
en algún caso a introducir una tercera exponencial), utilizando el software para 
análisis de decaimientos FAST (Fluorescence Analysis Software Technology). 
Cuando se utiliza el método de deconvolución, se elimina la respuesta del 
instrumento (Instrument Response Function, IRF). No es necesaria la 
deconvolución cuando el pulso de excitación (laser de femtosegundos) es muy 
corto comparado con el tiempo de vida del estado excitado del fluoróforo. En 
ese caso una parte de la gráfica de decaimiento obtenida próxima al pulso de 
excitación se excluye del estudio (se llama análisis por tail-fitting). Hemos 
comprobado en varios ejemplos que obtenemos valores similares tanto 
empleando el método de deconvolución como tail-fitting, como se muestra en el 
Anexo 6, por lo que se realizaron y se presentan los ajustes por tail-fitting . 
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3.2.3. Microscopía confocal de fluorescencia 
Las disoluciones conteniendo fluoróforo en concentración 0.1 
ppm fueron analizadas por microscopía óptica. Imágenes de microscopía 
confocal de fluorescencia y de campo claro fueron obtenidas utilizando un 
microscopio confocal de barrido laser Leica SP5 equipado con detectores 
espectrales HyD.  La adquisición confocal utilizando un objetivo de inmersión 
en aceite a 63x 1.4 NA HCX PL APO permitió la captura de fluorescencia en 
secciones ópticas discretas de ~600 nm en diferentes planos focales. El ajuste de 
la ventana espectral de emisión permitió distinguir a las estructuras auto-
organizadas cargadas con el fluoróforo del fondo de fluorescencia 
correspondiente a la disolución. Las condiciones de medida fueron: Excitación 
laser a 405 nm; ventana de emisión de fluorescencia 441 - 555 nm en el caso de 
micelas y fibras peptídicas, y 480-504 nm en el caso de los tectómeros).  Siempre 
se realizó el blanco, es decir se confirmó que las muestras conteniendo los 
distintos agregados estudiados en ausencia de fluoróforo no emitían niveles 
detectable de fluorescencia en las condiciones de trabajo empleadas. 
 
Hay que tener en cuenta que el equipo de microscopía confocal de 
fluorescencia tiene una resolución máxima de 200 nm en la obtención de 
imágenes. No obstante, se pueden distinguir las micelas cargadas con 
moléculas de coralina respecto de la fluorescencia de fondo de la disolución. El 
tamaño del pixel en el caso de micelas no proporcionará información 
significativa, pues corresponde al límite del aparato, que como hemos dicho es 
200 nm. Pero la imagen sí nos sirve para sacar conclusiones muy interesantes, 
como confirmarnos que la coralina se incorpora en esas micelas que aparecen 
iluminadas (son más fluorescentes) que las que están libres en la disolución. 
Tampoco en el caso de fibras de péptido con longitud por encima de la 
resolución del equipo pero menor anchura nos aporta información sobre la 
medida de la anchura de la fibra. De nuevo el objetivo es ver iluminada la fibra 
respecto la fluorescencia de fondo y por tanto confirmar la incorporación de 
moléculas de coralina en las fibras, entorno en el que son más fluorescentes. 
Surge así la aplicación de utilizar la coralina como sensor fluorescente de la 
presencia de las distintas estructuras. 
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3.2.4. Medidas de absorción vis-UV  
La absorción visible-UV se registró mediante un espectrofotómetro 
Shimadzu UV-1800. En estos experimentos, la concentración de la coralina 
utilizada fue de 3 ppm, en vistas de obtener señales detectables. La carga y 
liberación de coralina en los tectómeros se monitorizó mediante espectroscopía 
de absorción visible-UV. 
 
 
3.2.5. Potencial Z 
 La capa de líquido que rodea a una partícula cargada negativamente 
comprende una región interna donde los iones están firmemente adheridos a su 
superficie (capa de Stern o  capa fija) y otra región externa en la que los iones se 
distribuyen de acuerdo a la carga de la partícula (capa de Gloy-Chapman o 
capa difusa), figura 3.2.2. Hay una distancia, dentro capa difusa, se denomina 
punto de neutralidad, de forma que cuando la partícula se mueve (por ejemplo, 
como resultado del gradiente de tensión en un campo eléctrico) los iones que se 
encuentran dentro de este límite se moverán con la partícula. 
 
 
 
 
Figura 3.2.2. Esquema mostrando la distribución de iones alrededor de una  
partícula cargada.  
partícula con carga 
negativa en la superficie 
plano de deslizamiento 
distancia de la 
superficie 
Potencial en la superficie 
Potencial de Stern 
 
Potencial Z 
 
capa difusa 
capa de 
Stern 
contraiones 
fuertemente 
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El potencial Z es el término científico por el que se conoce el potencial 
electrocinético en sistemas coloidales, es decir, el potencial eléctrico en la doble 
capa interfacial en el punto del plano de deslizamiento respecto cualquier 
punto en el fluido lejos de esta interfase (figura 3.2.2). 
 
 Cuando se aplica un campo eléctrico a través de un electrolito, las 
partículas cargadas suspendidas en el mismo son atraídas hacia el electrodo de 
carga opuesta. La viscosidad actúa entonces sobre las partículas oponiéndose a 
este movimiento. Una vez se alcanza el equilibrio entre estas dos fuerzas 
opuestas, las partículas se mueven con velocidad constante. Esta velocidad es 
dependiente de la fuerza del campo eléctrico o del gradiente de voltaje, de la 
constante dieléctrica del medio, de la viscosidad del medio y del potencial Z. La 
velocidad de una partícula en un campo eléctrico se conoce como movilidad 
electroforética, con el que está relacionado el potencial Z. La determinación de  
potenciales Z mediante electroforesis suele hacerse comúnmente en medio 
acuoso y con una concentración moderada de electrolito, aplicando la 
aproximación de Smoluchowski [Smoluchowski 1903]: 
! = ("# / $
0
$
r
) 
 Donde υ es la velocidad electroforética medida, η la viscosidad del 
medio, ε0 es la permitividad del vacío y εr la permitividad relativa del medio. 
 
 El potencial Z proporciona información esencial sobre las propiedades 
electroquímicas de la doble capa eléctrica en la interfase (por ejemplo, en la 
adsorción de iones y las interacciones electrostáticas entre las partículas que 
controlan la agregación o floculación) [Lyklema 1991]. 
 
 En biología celular, el concepto de potencial Z se ha venido usando para 
el estudio de la activación, aglutinación y adhesión celular, que están 
relacionadas con las propiedades electrostáticas de la superficie de la célula 
[Veronesi 2002, Fontes 2006, Lin 2006]. En particular, Altankov y su equipo 
declararon que el potencial Z puede ser un parámetro crítico para la interacción 
celular [Altankov 2003]. 
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 Hay que indicar la interpretación de los valores obtenidos debe realizarse 
con precaución. Su valor depende del pH, temperatura, tipo y carga de los 
iones presentes, entre otros factores. Por ejemplo, no se deben comparar los 
valores de potencial Z medidos en agua o en tampon o en presencia de sales, ya 
que en general el potencial Z disminuye significativamente al aumentar la 
fuerza iónica. La adsorción preferencial de iones es otro parámetro importante 
que afecta los valores de potencial Z [Honary 2013, Salgın 2013, Knecht 2013]. 
 
 
 En este trabajo las medidas de potencial Z se llevaron a cabo utilizando 
un equipo NanoPlus 3 (Particulate Systems), basado en tecnología 
electroforética de dispersión de luz (electrophoretic light scattering technology). 
En resumen, la velocidad de las partículas en movimiento en un campo 
eléctrico es medida directamente mediante la determinación de la variación de 
frecuencia que sufre la luz del láser dispersada por dichas partículas, lo que 
provoca su movilidad electroforética. El potencial Z se calcula a partir de esta 
movilidad electroforética, basándonos en la mencionada ecuación de 
Smoluchowski. El índice de refracción y la viscosidad del disolvente deben 
tenerse en cuenta, teniendo un valor en agua a 25 ºC de 1,333 y 0,888 cP 
respectivamente. Se realizaron al menos 3 medidas de cada una de las muestras, 
utilizando cubetas de 1,00 mL. La calibración del equipo se comprobó 
utilizando una disolución estándar de poliestireno de Aldrich. 
 
 Como hemos indicado, bajo la acción de un campo eléctrico aplicado, las 
partículas cargadas en el centro de la disolución migran hacia el electrodo de 
carga opuesta (electroforesis).  El equipo NanoPlus está diseñado para medir la 
movilidad electroforética en varios puntos de la celda, de forma que puede 
obtener un valor no influenciado por el flujo electroosmótico que pudiera 
crearse en la celda de medida. 
 
 Se realizaron las medidas de potencial Z de disoluciones conteniendo 
estructuras organizadas de los distintos ejemplos estudiados, en ausencia y en 
presencia de coralina. Se eligió trabajar con una concentración alta de coralina 
en estos experimentos (15 ppm), para conseguir cambios en los valores de 
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potencial Z significativos, al incorporarse un número apreciable de moléculas 
de coralina en dichas estructuras. Se añadió al medio una pequeña 
concentración de electrolito NaCl, 1 mM en primer lugar para asegurarse que la 
posible presencia de impurezas no afecte de forma dramática a las medidas de 
potencial Z en el caso de valores pequeños.  Además así es perfectamente 
comparable el potencial Z en ausencia y en presencia de coralina, al no cambiar 
la fuerza ionica de la disolución por la adición de cloruro de coralina (la 
concentración de NaCl es mucho mayor que la de cloruro de coralina).  
 
 
3.2.6. Microscopía electrónica de transmisión (Transmission 
Electron Microscopy, TEM) 
La caracterización por microscopía electrónica de transmisión (Transmission 
Electron Microscopy, TEM) se llevó a cabo utilizando un equipo FEI TECNAI 
T20. Las muestras fueron preparadas según el procedimiento explicado a 
continuación. Una gota de la disolución de péptido oligoglicínico fue 
depositada sobre una rejilla de cobre recubierta de carbono (previamente 
tratada en una cámara UV de ozono durante 5 minutos). Posteriormente se dejó 
secar cada una de las muestras en condiciones ambiente, una vez se había 
eliminado la mayor parte de la humedad. En algunas de las muestras, y con el 
objetivo de poder distinguir estructuras vesiculares, se utilizaron acetato de 
uranilo o ácido fosfotúngstico como agentes de tinción. 
 
 
3.2.7. Crio-microscopía electrónica de transmisión (Cryo-
Transmission Electron Microscopy, Cryo-TEM) 
Asimismo se realizó la caracterización mediante la técnica de cryo-TEM, 
ya que resulta ser una buena alternativa para la observación directa de 
estructuras auto-organizadas en muestras líquidas en su estado “natural”. Las 
muestras para cryo-TEM se prepararon sumergiendo las rejillas de cobre 
recubiertas de carbono, las cuales contenían las gotas recién depositadas de 
péptido oligoglicínico, en etano líquido a – 170 ºC, y una vez vitrificadas (el 
proceso se lleva a cabo en un Vitrobot FEI), las muestras fueron transferidas al 
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sistema de cryo-TEM Gatan y colocadas en el soporte del mismo, protegido por 
nitrógeno líquido. Dado que las muestras orgánicas son altamente sensibles al 
haz de electrones, durante la observación , se utilizó el software FEI para dosis 
bajas, permitiendo controlar la cantidad de electrones del haz previniendo así el 
daño de la muestra. 
 
 
 
3.2.8. Microscopía electrónica de barrido electrónico (Scanning 
Electron Microscopy, SEM) 
La caracterización de las disoluciones por microscopía electrónica de barrido 
(Scanning Electron Microscopy, SEM) se llevaron a cabo utilizando un 
microscopio Hitachi S-3400 N. Las muestras se colocaron sobre una cinta 
conductora de carbono amorfo, y se cubrieron con una capa de entre 8 y 12 nm 
de espesor de oro por  pulverización. 
 
 
3.2.9. Microscopía electrónica de barrido ambiental 
(Environmental Scanning Electron Microscopy, ESEM) 
 Se utilizó también la técnica de caracterización por microscopía electrónica 
de barrido ambiental (Environmental SEM, ESEM), ya que ofrece la posibilidad de 
obtener imágenes de sistemas húmedos sin necesidad de una preparación de 
muestra previa (recubrimiento conductor), lo que resulta muy interesante a la 
hora de trabajar con muestras biológicas. En nuestro caso se utilizó un ESEM 
Quanta FEG 250 (FEI Company) para el registro de micrografías de las 
muestras acuosas. La presión y temperatura en la cámara de muestra se fijaron 
alrededor de los 650 Pa y 1 ºC respectivamente. En estas condiciones la 
humedad relativa alcanzada fue del 100%. 
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3.2.10. Microscopía de fuerzas atómicas (Atomic Force Microscopy, 
AFM) 
 El estudio por microscopía de fuerzas atómicas (Atomic Force Microscopy, 
AFM) se realizó mediante la utilización de un microscopio NTEGRA AFM (NT-
MDT), que trabaja en modo de semi-contacto. Se usaron sondas de AFM 
(NanosensorsTM) con una constante de fuerza de entre 10 N·m-1 y 130 N·m-1. En 
todos los casos se corrigió la inclinación de la muestra y se restó la señal de 
fondo. Las muestras se prepararon según el siguiente procedimiento. Una gota 
del péptido oligoglicínico, sometido a sonicación tanto en baño como mediante 
sonda, se utilizó para recubrir por centrifugación un sustrato de mica recién 
escindido (a 3000rpm durante 7 segundos). Después de dejar que la muestra se 
depositara durante 5 segundos, el sustrato se centrifugó de nuevo en las 
mismas condiciones de velocidad y tiempo, con el objetivo de eliminar el exceso 
de material. 
 
 
3.2.11. Medidas de tamaño de partícula por dispersión dinámica 
de la luz (Dynamic Light Scattering, DLS) 
Las técnicas de dispersión dinámica de la luz (Dynamic Light Scattering, 
DLS) se han utilizado durante mucho tiempo para caracterizar el tamaño y 
polidispersidad de las partículas. La técnica de DLS, conocida también como 
espectroscopía de correlación de fotones (Photon Correlation Spectroscopy, PCS), 
determina el coeficiente de difusión de las partículas, debido al movimiento 
browniano en una suspensión, a través del análisis de la dependencia con el 
tiempo de la intensidad de las fluctuaciones en la luz dispersada. Las partículas 
pequeñas difunden más rápidamente que las de mayor tamaño, y por tanto la 
intensidad de la fluctuación de la luz dispersada variará de acuerdo con esta 
diferencia. 
La velocidad del movimiento browniano se define a través de una 
propiedad conocida como coeficiente de difusión (generalmente representado 
por la letra D). El tamaño de la partícula se calcula a partir del coeficiente de 
difusión translacional a través de la ecuación de Stokes-Einstein [C. Washington 
y R. J. Haskell]: 
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dH = kT / 3!"D  
Donde dH es el diámetro hidrodinámico, D el coeficiente de difusión 
translacional, k la constante de Boltzmann, T la temperatura absoluta y η la 
viscosidad. Es importante tener en cuenta que esta ecuación no nos da 
información sobre la forma de la partícula. El diámetro hidrodinámico se define 
como un parámetro correspondiente a una partícula esférica que presenta el 
mismo coeficiente de difusión que la partícula que está siendo caracterizada. 
 
Así, el radio hidrodinámico fue determinado por DLS utilizando para 
ello un sistema modelo Malvern Zeta Sizer, de 1000 HSa. 
 
 
3.2.12. Refractometría 
En las medidas de índice de refracción de las disoluciones, se utilizó un 
refractómetro de la marca ATAGO, modelo NAR-1T-liquid. Este modelo utiliza 
una lámpara de tungsteno y tiene incorporado un circuito de refrigeración para 
evitar el sobrecalentamiento de las muestras. 
 
 
3.2.13. Sonda de ultrasonidos 
En algunos casos (preparación de liposomas y algunas disoluciones de 
oligoglicina, ver apartado 3.1.2) se utilizó la sonda de ultrasonidos de 500 W 
(Cole Parmer Ultrasonic Processor, Cole-Palmer Instruments, Vernon Hills, IL, 
USA). 
   
 
3.2.14. Medida del pH 
 El pH de las disoluciones acuosas y tamponadas fue medido con un 
pHmetro Crison Basic 20. Para su calibración se utilizaron disoluciones tampon 
estándar de pH 4,0 y 7,0. En las medidas se tuvo en cuenta la corrección 
automática de la temperatura. (En el caso del pH del agua MilliQ, ver Anexo 1).  
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4. CUANTIFICACIÓN DE LA INCORPORACIÓN DE 
UN FLUORÓFORO EN AGREGADOS AUTO-
ASOCIADOS EN DISOLUCIÓN 
Se presenta a continuación la deducción e interpretación de ecuaciones 
empleadas en el cálculo de las constantes de equilibrio que cuantifican la 
interacción de un fluoróforo y estructuras organizadas en solución, como 
micelas, liposomas, etc, ya que en la literatura es frecuente que haya confusión 
en las ecuaciones empleadas, en la notación y se comparan erróneamente 
valores de constantes definidas de forma diferente. 
 
4.1. Cálculo de la constante de reparto Kp 
 
4.1.1. Obtención de la constante de reparto Kp a partir de medidas 
de fluorescencia.  
 Cuando un soluto B se encuentra en presencia de dos fases inmiscibles 
(en este caso fase acuosa y micelas, liposomas…), éste se distribuye entre ambas 
de acuerdo a su afinidad hacia cada medio. Esta afinidad puede cuantificarse en 
términos del coeficiente de partición. La variación en la intensidad de 
fluorescencia del soluto provocada por su interacción con las estructuras auto-
organizadas puede ser utilizada para monitorizar la extensión de la partición 
del fluoróforo en estas estructuras. Las técnicas de fluorescencia se encuentran 
entre las más sensibles, y por tanto podemos utilizar bajas concentraciones de 
fluoróforo que provoquen una pequeña perturbación de estas estructuras. 
 
 La señal de respuesta del sistema global a la longitud de onda elegida 
será una combinación de las señales de las moléculas de fluoróforo tanto libres 
como incorporadas a la estructura: 
                                                      (4.1) 
En la expresión anterior, xi e Ii corresponden a la fracción molar y la 
intensidad de fluorescencia en el estado i respectivamente, donde i = w 
I = xwIw + xAIA
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representa el fluoróforo presente en la fase acuosa e i = A el fluoróforo 
incorporado en la estructura auto-organizada. Este método se basa en la 
suposición explícita de que el cambio en la intensidad de fluorescencia es 
linealmente proporcional  a la partición del fluoróforo en las estructuras. 
 
Si la ecuación anterior la escribimos en función de xA y ordenamos la 
expresión: 
 
 
 
 
 
 
 
 
                                (4.2)                        
                     [Coutinho 1995] 
 
En la ecuación 4.2, ΔI corresponde al valor de la diferencia entre la 
intensidad de fluorescencia de la sonda medida en presencia de estructuras 
auto-asociadas formadas por especies anfifílicas (liposomas, micelas, …) y ΔImax 
corresponde al valor límite teórico que se obtendría si toda el fluoróforo 
estuviese dentro de la estructura organizada. 
 
Por otro lado a continuación podremos relacionar xA con  el coeficiente 
de partición, Kp, definido como la relación entre las concentración del 
fluoróforo B  en la estructura y su concentración en la fase acuosa: 
I = (1! xA)Iw + xAIA
I = Iw + (IA ! Iw )xA
(I ! Iw ) = xA(IA ! Iw )
xA =
I ! Iw
IA ! Iw
=
I ! I0
I
"
! I0
xA =
!I
!Imax
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         (4.3) 
 
Así, partiendo de la ecuación 4.1, y teniendo en cuenta que número de 
moles es igual a la concentración por volumen, obtenemos: 
 
 
Dividiendo todo por el producto [B]w·Vw se llega a: 
 
 
Donde el cociente [B]A/[B]w = Kp, por lo que sustituyendo nos queda: 
 
• Ya que el volumen de agua es mucho mayor que el volumen de fase 
auto-asociada, puede considerarse como el volumen total del sistema 
(Vw ≈ VT), y por tanto:   
 
Kp =
[B]A
[B]w
=
ns,A
VA
ns,w
Vw
xA =
ns,A
ns,A + ns,w
=
[B]A !VA
[B]A !VA +[B]w !Vw
xA =
[B]A
[B]w
!
VA
Vw
[B]A
[B]w
!
VA
Vw
+1
X A =
Kp !
VA
Vw
1+ Kp
VA
Vw
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⇒ 
 
 
• donde γA representa el volumen molar (mL·mol-1) de especie anfifílica 
(a), y [A] a la concentración total de especie anfifílica (por ejemplo 
SDS, DPPC, etc), que es una cantidad conocida. 
 
 Por tanto, sustituyendo este valor de VA/VT en la expresión anterior se 
llega a: 
            
xA =
Kp[A]! A
1+ Kp[L]! A
=
[A]
1/ Kp! A +[A]
     (4.4) 
 
Finalmente igualamos esta última expresión 4.4 con la ecuación 4.2, y 
obtenemos la siguiente expresión: 
         ⇒ 
 
               
                      (4.5) 
 
 La ecuación 4.5 aparece por ejemplo en la ref Coutinho et al 1995, y 
nosotros la hemos empleado para calcular la constante de reparto Kp y el valor 
                                                
(a) En los cálculos de coeficientes de partición agua-lípido, al calcular el volumen molar del 
lípido, es frecuente asumir misma densidad para las fases acuosas y lípido, esto es, que 1 mg 
corresponde a 1 mL. [Lakowicz p. 299]. En el trabajo [Marsh 1990] se recogen abundantes datos 
de γA para liposomas. En nuestros cálculos hemos utilizado el dato de densidad 0,939 mg·mL-1 
para liposomas de DPPC [Coutinho 2003]; 0,937 para micelas de DPC [Lauterwein 1979]. No se 
dispone de datos bibliográficos para las fibras o agregados planos peptídicos, por similitud se 
usó este mismo valor.  
 
VA
Vw
!
VA
VT
=
moles  A    x    volumen  de 1 mol  A
VT
=
moles  A  x  ! A
VT
VA
VT
= [A] !! A
!I
!Imax
=
[A]
1/ Kp! A +[A]
!I =
!Imax[A]
1/ Kp! A +[A]
4. Cuantificación de la incorporación de un fluoróforo en agregados auto-asociados 
en disolución  
  
99 
de ΔImax a partir de la representación de ΔI vs. [A], realizando el ajuste no lineal 
con el programa Origin 8 (Microcal Software, Northampton, MA).            
 
 
 
 
 
 
 
Kp no puede ser calculado únicamente a partir de los datos iniciales, 
siendo necesario disponer de suficiente número de datos que permitan alcanzar 
el límite asintótico. 
 
La desviación de la función hiperbólica observada experimentalmente 
puede ser debida a artefactos experimentales, como puede ser una elevada 
dispersión de luz (la sustracción del banco sólo es una corrección aproximada 
[Castanho 1997, M. N. Merzlyak 2000, Ladokhin 2000]). En ocasiones las 
interacciones fotofísicas bimoleculares también son un factor que contribuye a 
esta desviación.  
 
 
Por otro lado, también se puede reordenar la expresión 4.5 de la siguiente 
forma:  
                                 
      (4.6) 
 
En este caso la representación de 1/ΔI vs 1/[A] se ajustaría a una línea 
recta, y a partir de la pendiente y ordenada en el origen, obtendríamos Kp y 
ΔImax. 
 
 
 
 
 
1
!I
=
1/ Kp! A
!Imax
"
1
[A]
+
1
!Imax
ΔI 
 
[A] 
1/ΔI 
1/[A]
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Valores preliminares para los coeficientes de partición pueden obtenerse 
de esta forma con la ecuación 4.6, siendo una forma de comprobar visualmente 
la aplicabilidad del modelo de reparto simple entre dos fases y la calidad de los 
datos experimentales [Castro 2001] 
 
La partición molecular es un suceso dinámico, en el que alcanzar el 
equilibrio puede llevar un largo intervalo de tiempo. Obviamente, Kp tiene que 
calcularse una vez el equilibrio sea alcanzado. Se puede realizar un estudio en 
función del tiempo para determinar el tiempo que lleva alcanzar el equilibrio. 
 
 
Es importante hacer notar que el valor de la constante de reparto no aporta 
información sobre la penetración del fluoróforo en las estructuras auto-
organizadas, el cual puede quedar adsorbido en la interfase de la membrana o, 
en el caso de especies no polares, internalizado (b). De forma indirecta, el 
parámetro ΔImax puede contener cierta información cualitativa. Si el objetivo del 
estudio es la información estructural, ésta puede obtenerse a través de otras 
metodologías espectroscópicas como son el quenching de fluorescencia 
diferencial [Chattopadhyay 1987, Ladokhin 1997, Fernandes 2002, Castro 2001, 
Coutinho 2003], la transferencia de energía [Davenport 1985] o a través de 
simulaciones de dinámica molecular [Loura 2011]. 
 
En algunos trabajos [Santos 2003] aparece otra ecuación similar a la 
ecuación 4.5, cuya deducción se presenta a continuación. Partiendo de la 
ecuación 4.5., y dividiendo numerador y denominador por I0 se llega a: 
                
                                                
(b) En el caso de los liposomas, si el compuesto se introduce en el interior de la membrana, todo 
el volumen de la bicapa lipídica resulta disponible para su incorporación. Sin embargo cuando 
el soluto queda esencialmente restringido a la región interfacial, únicamente un 50 o un 60% de 
todo el lípido utilizado resulta disponible en la semicapa externa en el caso de LUVs o SUVs 
respectivamente [Beschiaschvili 1990]. 
!I
I0
=
!Imax
I0
[A]
1/ Kp! A +[A]
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Sumando 1 a cada lado de la igualdad y desarrollando: 
                                  
 
                            
 
                                   
 
                                    
 
 
             
          (4.7)                            
                                             [Castaño et al. 2003] 
 
Además de KP también puede definirse la constante de reparto KP,X , la 
constante de equilibrio descrita como la constante de partición o coeficiente de 
partición en función de la fracción molar:  
             
                       
xl =
[A]
[A]+ [W ]
Kp,x
     ;                                              
     
        (4.8) 
!I
I0
+1=
!Imax
I0
[A]
1/ Kp! A +[A]
+1
I
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=
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+1
"
#
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%
&
'[A]+1/ Kp! A
1/ Kp! A +[A]
I
I0
=
Imax
I0
[A]+1/ Kp! A
[A]+1/ Kp! A
I
I0
=
1+ Imax
I0
Kp! A[A]
1+ Kp! A[A]
I =
I0 + ImaxKp! A[A]
1+ Kp! A[A]
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donde nw y nA son los moles de agua y molécula anfifílica, y nB,i son los 
moles de soluto presentes en cada fase (i = w corresponde al fluoróforo presente 
en la fase acuosa, i = A el fluoróforo incorporado en la estructura auto-
organizada).  
 
 Dado que i) bajo la mayoría de condiciones experimentales nw >> n A,w y 
que ii) con el objetivo de evitar desviaciones del comportamiento ideal, nA >> 
nB,A (es decir, la membrana no debe sobrecargarse de soluto), normalmente la 
expresión se simplifica: 
            
     (4.9) 
 
 La relación entre ambas constantes Kp y Kp,x (ecuaciones 4.3 y 4.8) es: 
                                   
 
 
                           
Kp = Kp,X !
!W
! A
                       (4.10) 
                                                                   [Santos 2003] 
 
 donde γi es el volumen molar del agua (i = w) o de la molécula anfifílica 
(i = A). Resulta bastante común que en la literatura se comparen erróneamente 
valores de constantes de partición Kp y Kp,x.. 
 
 
Kp,x !
nB,A
nA
nB,w
nw
=
nB,A
nBB,w
"
nw
nA
Kp
Kp,x
=
Vw !nA
VA !nw
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  Deducción de la constante de partición Kp,x a partir de datos de 
fluorescencia 
Partiendo de la definición de la fracción molar del soluto en la estructura 
organizada, e introduciendo la definición constante Kp,x según la ecuación 4.9, 
tenemos: 
 
 
Y teniendo en cuenta que moles = concentración x volumen, llegamos a: 
 
 
  
                                 
xl =
[A]
[A]+ [W ]
Kp,x
           (4.11) 
 donde [W] corresponde a la concentración molar del agua. Dado que la 
densidad del agua es de aproximadamente 1000 g/L y su masa molar es de 
18,02 mg/mol, la concentración molar del agua será: 
[W] = 1000 / 18.02 = 55.5 mol/L 
Finalmente, igualando esta última expresión a la ecuación 4.2. llegamos a 
la ecuación utilizada por Santos et al. (Santos 2003): 
xA =
nB,A
nB,A + nB,w
=
Kp,x !nB,w !
nA
nw
Kp,x !nB,w !
nA
nw
+ nB,w
=
Kp,x !
nA
nw
Kp,x !
nA
nw
+1
X A =
Kp,x !
[A]!VT
[W ]!VT
Kp,x !
[A]!VT
[W ]!VT
+1
=
Kp,x ![A]
Kp,x ![A]+[W ]
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                                           (4.12) 
O también reordenando la expresión anterior: 
 
          
      (4.13) 
 
 
  Vamos a comprobar que ambas ecuaciones 4.5  y 4. 13 son 
equivalentes. Para ello nos preguntamos si se cumple la igualdad: 
 
 
Que, ordenando queda: 
¿ Kp = Kp,x !
1
! A ![W ]
= Kp,x !
!W
! A
? 
 
Vemos que sí se cumple esta igualdad, ya que es precisamente la ecuación 
4.10. 
 
 
4.1.2. Obtención de la constante de reparto Kp a partir de valores 
de absorbancia 
No sólo la intensidad de fluorescencia sino también otras metodologías 
espectroscópicas pueden ser usadas para aplicar la ecuación 3.5 para el cálculo 
del coeficiente de partición Kp o Kp,x de una molécula entre diferentes 
estructuras y fases acuosas, como la absorción, la anisotropía de fluorescencia 
!I
!Imax
=
[A]
[A]+ [W ]
Kp,x
1
!I
=
[W ] / Kp,x
!Imax
"
1
[A]
+
1
!Imax
¿ [W ]
Kp,x
=
1
Kp !! A
?
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en estado fundamental o las medidas de tiempos de vida fluorescencia [Santos 
2003]. 
 
Así, podemos escribir ecuaciones similares a la 4.5 y 4.11, pero en las que 
aparece la absorbancia en vez de la intensidad de fluorescencia:  
 
                                          
                  (4.14) 
                                                   
                   (4.15) 
  
Para poder utilizar estas ecuaciones para obtener el coeficiente de reparto 
es necesario que la variación del coeficiente de absorción molar producida por 
la incorporación de las moléculas en el interior de las estructuras organizadas 
sea suficientemente grande como para ser significativo. En nuestro caso no fue 
así, y los coeficientes de reparto fueron calculados únicamente a partir de datos 
de fluorescencia. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
!A=
!Amax[A]
1/ Kp! A +[A]
!A=
!Imax[A]
[A]+ [W ]
Kp,x
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4.2. Cálculo de la constante de unión Kb (Ecuación de 
Stern-Volmer “ampliada” para aumentos de 
fluorescencia) 
 
4.2.1. Obtención de la constante de unión o asociación Kb a partir 
de medidas de fluorescencia. Deducción de la ecuación de Stern-
Volmer “extendida” para aumentos. 
 La distribución de un soluto B entre las dos fases inmiscibles puede 
considerarse como una asociación fluoróforo-estructura. La constante de 
asociación, Kb, para este equilibrio de asociación A + B ⇔ AB viene dado por: 
 
                                 Kb = [AB]/[A][B])                   (4.16) 
 
donde B se refiere al fluoróforo, A a la estructura anfifílica(c) y AB al fluoróforo 
unido a la estructura. Por lo tanto, en este planteamiento se considera que la 
interacción se produce en el estado fundamental. 
 
                                                
(c) En principio conceptualmente [A] debería ser la concentración de agregados (micelas, 
liposomas, etc), que vendría dada por la siguiente expresión C = (CTotal – c.a.c.)/Nag,  donde Nag 
es el número de agregación, es decir, el número de moléculas anfifílicas que componen el 
agregado organizado (por ejemplo N = 60 para micelas de SDS), c.a.c. es la concentración de 
agregación crítica (por ejemplo la concentración micelar crítica es 8 mM en el caso de SDS) y 
CTotal es la concentración total inicial de molécula anfifílica empleada (en exceso respecto al 
fluoróforo), una cantidad conocida. Si estamos suficientemente por encima de la concentración 
cac, se puede aproximar C ≈ Ctotal / Nag.  
Dada la dificultad de conocer Nag, habitualmente no se conoce C, la concentración de agregados 
que se tiene en la disolución (por ejemplo número de liposomas formados en la disolución). Por 
ello en la literatura científica, para calcular constantes de unión Kb de un soluto a agregados 
organizados en disolución, es habitual sustituir [A] por la concentración total de molécula 
anfifílica utilizada. Así, la interpretación del valor de Kb no debe ser interpretado como la 
interacción 1:1 entre una molécula de fluoróforo y un agregado organizado (por ejemplo un 
liposoma), pero sí permitirá comparar distintos solutos, o distintos agregados, y sacar 
conclusiones sobre las interacciones establecidas. Varios autores consideran más adecuado 
conceptualmente describir la interacción del soluto con los agregados organizados con el 
formalismo descrito en el apartado 4.1, constante de reparto Kp entre dos fases inmiscibles 
[Santos 2003 , White 1998]. 
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El rendimiento cuántico de fluorescencia puede expresarse en términos 
de la fracción de especie no formando (B) y formando complejo (AB): 
                        
 
Dividiendo numerador y denominador por , llegamos a:  
                    
! 
" =
1
1+ Iabs
AB
IabsB
# "B +
1
1+ Iabs
B
IabsAB
# "AB      (4.17) 
 
Teniendo en cuenta que las intensidades de absorción de ambas especies 
pueden expresarse a través de la ley de Beer-Lambert, el cociente de 
intensidades absorbidas   es: 
 
 
Definiendo la constante D como el cociente de coeficientes de extinción 
molar D= εAB/εB y ya que según 4.16, es [AB]= Kb [B][A], la expresión anterior 
nos queda: 
 
 
Así, sustituyendo el valor de este cociente en la ecuación 4.17 obtenemos: 
      
 
Y operando: 
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       (4.18) 
Si dividimos por φB o lo que es lo mismo, φ0 (rendimiento cuántico del 
fluoróforo en ausencia de especies asociadas): 
                         
!
!0
=
1
1+D !Kb[A]
1+
!AB
!0
!D !Kb[A]
"
#
$$
%
&
''
        
  (4.19) 
 
Y operando de nuevo: 
                    
 
 
          
 
                
          (4.20) 
 
 Ya que el rendimiento cuántico es proporcional a la intensidad de 
fluorescencia, el cociente de rendimientos cuánticos se puede expresar como 
cociente de intensidades de emisión: 
 y  
 
Y sustituyendo estos valores en la ecuación 4.20: 
 
                     
      (4.21) 
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                                                         (4.22)  
 
siendo ΔI = I - I0 y ΔImax = Imax - I0. 
 
Nosotros hemos empleado esta ecuación para calcular la constante de 
unión Kb y el valor de ΔImax a partir de la representación de ΔI vs. [A], 
realizando el ajuste no lineal con el programa Origin 8 (Microcal Software, 
Northampton, MA). 
               
 
 
 
 
 
 
Por otro lado, si tomamos la inversa de ambos miembros en la ecuación 
4.21, se llega  la expresión: 
                                  
 
Y operando, 
           
     (4.23) 
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        (4.24) 
 
Dividiendo ambos miembros de la ecuación por I0, 
                          
  
y multiplicando: 
 
 
                            
       (4.25) 
 
La ecuación 4.25. es utilizada con frecuencia en la literatura [M. Hoshlno 
et al., B. de Castro et al.] para calcular Kb, nombrando esta ecuación como 
Benesi-Hildebrand, por similitud con la genuina ecuación de Benesi-
Hildebrand que se refiere a absorbancias (ver apartado 4.2.2). Si se representan 
datos de 1/(I-I0) vs. 1/[A], según la ecuación 4.25, de la ordenada en el origen se 
obtiene el valor de Imax y de la pendiente la Kb. 
 
 
 
 
 
 
Notar el paralelismo formal entre las ecuaciones 4.22 y 4.5 así como entre las 
ecuaciones 4.25 y 4.6, aunque conceptualmente son diferentes. De esta forma se 
puede identificar: 
                            D Kb ≡ Kp γA          (4.26) 
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Si se considera D = 1 y si el valor de γA = 1, ambas constantes coinciden. 
 
Finalmente, si definimos la constante C = Imax/I0 e introducimos esta 
constante en la ecuación 4.24: 
 
 
Y la inversa de esta ecuación queda: 
 
 
Sumando 1 a ambos miembros: 
 
 
                                         
                    (4.27) 
 
Esta ecuación 4.27 la hemos llamado “Ecuación de Stern-Volmer 
extendida”, debido al motivo que se indica a continuación. La ecuación de 
Stern-Volmer se deduce para el estudio de quenching o desactivación de 
fluorescencia [Lakowicz p. 278, Valeur] y tiene la forma: 
 
                        
= 1 + KS-V [Q]        (4.28) 
 
donde KS-V es la constante de Stern-Volmer y [Q] la concentración de quencher 
añadido al fluoróforo. En el caso de quenching dinámico, la constante KS-V = kq 
τ0 (siendo kq la constante cinética de desactivación bimolecular (cuyo valor 
viene normalmente controlado por la difusión molecular) y τ0 la vida media del 
estado excitado del fluoróforo en ausencia de quencher. En el caso de 
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quenching estático, KS-V representa la constante de equilibrio de formación de 
complejo entre el quencher y el fluoróforo en el estado fundamental. 
 
Como se puede ver, si en la ecuación 4.27 consideramos C = 0, 
formalmente coincide con la ecuación 4.28 (En los estudios de quenching para 
los que se aplica la ecuación 4.28 se considera que un tanto por cierto de 
moléculas de fluoróforo no está afectado por el quencher, y otro tanto por 
ciento presenta fluorescencia cero, C = 0, por la interacción con el quencher). 
Así, la ecuación 4.27 sirve para considerar casos de quenching. Pero también 
sirve para considerar casos de aumentos de la señal de fluorescencia (C > 1, 
como son los ejemplos objeto de estudio en este tesis), de ahí que la 
consideremos en este trabajo como “Ecuación de Stern-Volmer ampliada”. Es 
más, observar que en la ecuación 4.27 se tiene en cuenta que el coeficiente de 
extinción molar del fluoróforo libre y acomplejado pueden ser diferentes, es 
decir, los casos en los que D ≠1.  
 
 
4.2.2. Obtención de la constante de unión Kb a partir de valores de 
absorbancia. Ecuación de Benesi-Hildebrand 
Al igual que en el apartado 4.2.1, consideramos el equilibrio de A + B ⇔ 
AB, cuya constante de equilibrio viene dada por la expresión 4.16. 
 
Si a la longitud de onda elegida de trabajo la especie A no absorbe, según 
la ley de Beer-Lambert podemos escribir: 
 
 
 
En el caso en que no tenemos especie A y por tanto no se forma 
complejo: 
 
 
 Haciendo el cociente de ambas ecuaciones llegamos a  la siguiente 
expresión: 
! 
A = "B[B]l +"AB[AB]l
lBA B 00 ][ε=
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         (4.29) 
 
 donde D se define, como en el apartado anterior, D = εAB/εB. 
 
Si tenemos en cuenta la definición de la constante de equilibrio, en el 
caso en que la especie A se encuentra en gran exceso respecto a la especie B, 
como es nuestro caso, en el que nos referimos al fluoróforo como especie B 
([A]0>>[AB]): 
Kb =
[AB]
[A]![B] =
[AB]
([A]0 "[AB])([B0 ]"[AB])
#
[AB]
[A]0 ([B0 ]"[AB])  
Podemos escribir [A]0≈[A], y despejando [AB]: 
 
 
  
 
                      
[AB]= Kb[A]![B]0
1+ Kb[A]
             (4.30) 
 
Si dividimos 4.30 por [B]0 tenemos: 
 
                         
           (4.31) 
 
También podemos calcular [B]/[B]0 en función de [AB] y sustituir [AB] 
según la ecuación 4.30: 
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 Sustituyendo las ecuaciones 4.31 y 4.32 en 4.29, se obtiene: 
 
          
 
 
Y operando: 
                        
         (4.33) 
 
Si restamos una unidad a los dos miembros de la ecuación y sacando 
factor común: 
                                     
 
Haciendo la inversa: 
                                 
 
 
Reordenando la anterior expresión se llega a: 
 
                          
 
Y dividiendo ambos miembros por A0, la ecuación puede escribirse 
como: 
       (4.34) 
 
Por tanto la representación de 1/(A-A0) frente a 1/[A] nos permite la 
determinación del valor de D y de la constante de equilibrio Kb, a partir de la 
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ordenada en el origen y de la pendiente, respectivamente. (Recordar que [A] ≈ 
[A]0, una cantidad conocida).  
 
 
 
 
 
Finalmente, dado que A0 = εB[B]0l, podemos sustituir en la ecuación 4.34 
y nos queda: 
 
Recordando la definición de D, se cumple D εB = εAB, y entonces la 
ecuación anterior queda: 
 
          
1
A! A0
=
1
(!AB !!B )[B]0 lKb
"
1
[A]
+
1
(!AB !!B )[B]0 l
   (4.35) 
 
Esta última ecuación es la que se conoce como ecuación de Benesi-
Hildebrand. La representación de 1/(A-A0) frente a 1/[A] nos permite obtener 
Kb y (εAB - εB), según la ecuación 4.35. 
 
Finalmente indicar que podemos calcular εB a partir de la ecuación A0 = 
εB[B]0l , ya que [B]0 , A0 y l son datos conocidos, y calcular también  εAB a partir 
del valor de D = εAB/εB que habremos obtenido si hemos utilizado la ecuación 
4.34 o bien a partir del valor de (εAB - εB) que habremos obtenido si hemos 
utilizado la ecuación 4.35. 
 
En los ejemplos estudiados en esta tesis, tenemos poca diferencia en los 
coeficientes de extinción molar para la especie B libre o asociada formando 
complejo (D ≈1), y el valor de Kb únicamente se obtuvo a partir de datos de 
fluorescencia, según se indica en el apartado 4.2.1. 
1
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1
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5. ESTUDIO DEL FLUORÓFORO CORALINA EN 
DISOLUCIÓN 
 
5.1. Espectros de absorción, excitación y emisión de 
coralina 
 Se presenta en la figuras 5.1.1 y 5.1.2 los espectros de excitación, emisión 
y absorción de coralina 0,2 ppm en agua MilliQ.  
 
 
Figura 5.1.1. Espectro de excitación y emisión de coralina 0,2 ppm en agua MilliQ. 
 
 
 
 
Figura 5.1.2. Espectro de absorción de coralina 0,2 ppm en agua MilliQ. 
 
 
 Las señales en los espectros de excitación y absorción son coincidentes. 
Según se muestra en la figura 5.1.3, a partir de concentraciones tan bajas como 
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0,2 ppm de coralina en agua MilliQ ya se observa desviación del 
comportamiento lineal de Beer-Lambert. 
 
 
 
Figura 5.1.3. Espectros de emisión de concentraciones crecientes de coralina en agua MilliQ (a la 
izquierda) y recta de calibrado de intensidad de emisión con la concentración de coralina en 
agua MilliQ tomando como máximo de emisión 476 nm (a la derecha). 
 
Por otra parte, las figuras 5.1.4 y 5.1.5 muestran los espectros de 
excitación, emisión y absorción de una disolución 1 ppm de coralina en 
metanol.  
 
 
 
Figura 5.1.4. Espectro de excitación y emisión de coralina 1 ppm en metanol. 
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Figura 5.1.5. Espectro de absorción de coralina 1 ppm en metanol. 
 
 
Como se puede observar en la figura 5.1.6, en metanol sí se mantiene 
comportamiento lineal de Beer-Lambert incluso a concentraciones altas de 
coralina. Además en el espectro de absorción vis-UV obtenemos un 
desplazamiento batocrómico (el máximo situado a 421 nm en agua aparece a 
428 nm en metanol). 
 
Estas diferencias de comportamiento de la coralina en agua MilliQ y en 
metanol serán explicadas a continuación en las secciones 5.2 y 5.4, en términos 
de formación de dímeros de coralina. 
 
 
Figura 5.1.6. Espectros de emisión de concentraciones crecientes de coralina en metanol (a la 
izquierda) y recta de calibrado de intensidad de emisión con la concentración de coralina en 
metanol tomando como máximo de emisión 476 nm. 
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Finalmente, la figura 5.1.7 muestra los espectros de excitación y emisión 
de fluorescencia para una disolución de coralina 1 ppm en diclorometano. 
 
 
 
Figura 5.1.7. Espectro de excitación y emisión de coralina 1 ppm en diclorometano. 
 
 
El diclorometano es disolvente con muy baja constante dieléctrica (ε = 
9,08 a 20ºC), y por ello el catión coralina presenta un comportamiento singular 
en este disolvente, que se explica en el apartado 5.4.3. 
 
 
5.2. Formación de dímeros en agua; influencia de la 
temperatura 
Como se ha comentado en el apartado 2.2, la coralina muestra una alta 
tendencia a formar dímeros y múltiples agregados en agua, incluso a muy bajas 
concentraciones. A partir de espectros vis-UV, en la bibliografía se calcula una 
constante de dimerización en agua Kd = 1,1x105 M-1 [Gough 1979, Megyesi 
2009].  
 
Podemos considerar el equilibrio de dimerización de la coralina: 
2M  ⇔  D  
Si consideramos que inicialmente tenemos una concentración de dímeros 
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C0/2 x (1-α) y tendremos una concentración de monómeros C0 α. De esta forma, 
α es el tanto por uno de concentración en forma de monómeros. 
  
   La constante del equilibrio de dimerización Kd se define: 
                                Kd =
[D]
[M ]2
=
C0
2
! (1"!)
(C0!)
2
=
C0 ! (1"!)
2C0
2! 2
=
(1"!)
2C0!
2        (5.1) 
 
Podemos reordenar esta ecuación de la siguiente forma: 
2KdC0!
2 =1!!  
y por tanto llegamos a la ecuación de segundo grado: 
2KdC0! 2 +! !1= 0  
cuya solución es: 
  
! =
!1± 1+8KdC0
4KdC0
                                     (5.2) 
 
  
Así por ejemplo, para una concentración de coralina en agua 1 ppm (= 
2,5x10-6 M), y tomando el valor de la constante de dimerización en agua Kd = 
1,1x105 M-1, obtenemos α = 0,72, lo que significa que el 72% de las moléculas de 
coralina se encuentran en forma de monómeros. Por tanto una cantidad 
importante, el 28% de las moléculas de coralina, estarían formando dímeros. Si 
la concentración de coralina en agua es 0,1 ppm, calculamos α = 0,95, es decir, el 
95 % de las moléculas de coralina se encuentran como monómeros. 
 
El aumento de la fuerza iónica por adición de NaCl o la presencia de 
pequeñas cantidades de ADN promueve la formación de dímeros en agua 
[Gough et al., 1979]. En el caso de coralina disuelta en tampon, debido a la alta 
fuerza iónica del medio correspondiente a la presencia de los iones del tampon, 
en nuestras medidas de decaimiento (apartado 5.4.2) detectamos una presencia 
importante de dímeros, mayor que en agua pura (observar que, ya que la 
coralina es una sal de amonio cuaternario, la intensidad de su  emisión de 
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fluorescencia no debe estar relacionada con el valor del pH de la disolución 
acuosa). 
 
 En la formación de agregación por apilamiento (formando “stacks”, 
término empleado en un sentido geométrico) en moléculas con heterociclos en 
disolución, están involucradas, entre otras, las interacciones dispersivas π-π, las 
interacciones electrostáticas entre cargas parciales, interacciones de van der 
Waals y el efecto hidrofóbico (contribución entrópica) [Newcomb 1994, Hunter 
1990]. En el caso de especies químicas como la coralina, que podemos llamar 
“sistemas π positivamente cargados”, es sorprendente que sea favorable la 
formación de dímeros, ya que al tratarse de un catión, la formación de dímeros 
deberá vencer las repulsiones electrostáticas originadas entre las cargas 
positivas +/+. Buisine et al. estudian la formación de dímeros en algunos 
ejemplos de “sistemas π positivamente cargados”, mediante cálculos 
computacionales y espectroscopía RMN [Buisine 2006]. Como era de esperar, en 
fase gas obtienen que las interacciones π-π “cara a cara” de los anillos 
quinolinio no pueden contrarrestar las repulsiones electrostáticas producidas 
entre las cargas positivas +/+ de estas especies a pesar de estar deslocalizadas, 
y sus resultados indican que en fase gas los dímeros no son estables. El papel 
del disolvente es clave por tanto en la formación de los dímeros, no sólo por la 
solvatación de las cargas positivas y disminución de la repulsión electrostática 
entre ellas (el agua tiene alta constante dieléctrica (ε= 80 a 20ºC) (a)), sino a 
través del clásico efecto hidrofóbico (contribución entrópica). 
  
Figura 5.2.1. Imagen tomada de [Buisine 2006]. 
                                                
(a) Si   aumentamos   la   fuerza   iónica   del   medio   por   adición   de   una   cierta   concentración   de  
electrolitos,   ésos   solvatarán   mejor   las   cargas   positivas,   disminuyendo   las   repulsiones  
electrostáticas  entre  ellas,  por  lo  que  se  promueve  la  formación  de  dímeros  de  coralina. 
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Si comparamos los cationes coralina y berberina, obtenemos que la 
coralina tiene gran tendencia a dimerizar formando apilamiento o “stacks” en 
disolución acuosa incluso a muy bajas concentraciones, pero no así la berberina. 
También es conocido que la coralina muestra mayor interacción intercalativa 
(“stacking”) en la estructura del ADN que la berberina [Giri 2007, Bhadra 2011]. 
Sucede que la coralina presenta una estructura completamente aromática plana 
que favorecerá las interacciones π-π, sin embargo en la berberina la densidad de 
electrones π no se encuentra deslocalizada por toda la molécula, y de hecho no 
es plana (figura 5.2.2). En cuanto a las repulsiones electrostáticas entre carga 
positivas, éstas serán menores cuando la carga positiva esté más repartida por 
el sistema aromático de la molécula, como es el caso de la coralina comparado 
con la berberina [Fischer 2007]. 
  
  
  
  
                       
                           
 
                 
Figura 5.2.2.  Estructuras optimizadas de los cationes coralina (izquierda, imagen tomada de 
García 2009) y berberina (derecha, imagen tomada de Danilov 2006)  
  
Como hemos comentado en el apartado 2.2 de la introducción, en la 
referencia [Megyesi 2009] se presentan valores de rendimientos cuánticos de la 
coralina en agua MilliQ. Estos valores dependen de la concentración de 
coralina, ya que el porcentaje de dímeros depende de la concentración. La 
figura 2.2.4 muestra que los dímeros de coralina, más abundantes al aumentar 
la concentración de coralina, son menos fluorescentes que el monómero, ya que 
el rendimiento cuántico disminuye al aumentar la concentración de coralina en 
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agua. Asimismo se muestra en la gráfica que la longitud de onda de emisión se 
desplaza hacia el rojo (nosotros hemos determinado en la figura 5.2.4 que el 
dímero presenta el máximo de emisión a 520 nm y el monómero a 476 nm. Así, 
la cuantía de desplazamiento al rojo dependerá de la proporción que haya de 
dímeros y monómeros en la disolución). 
  
 
En la figura 5.2.3 aparecen los espectros de absorción vis-UV que hemos 
registrado de disoluciones de coralina en agua MilliQ a distintas 
concentraciones. Los espectros de absorción en los estudios de la interacción de 
coralina con los distintos ejemplos considerados de estructuras auto-
organizadas en agua MilliQ los hemos realizado a una concentración de 
coralina 3 ppm para manejar valores de absorbancia significativos. En la 
interpretación de resultados deberemos tener en cuenta que hay una presenta 
alta de dímeros a esta concentración 3 ppm en agua. Tal y como indican otros 
autores [Gough 1979, Megyesi 2009], el hombro a 410 nm es característico del 
monómero, así aumenta significativamente su intensidad respecto a la señal a 
426 nm cuando aumenta la proporción de monómeros frente a dímeros, por 
ejemplo al aumentar la dilución (también ver apartados 6.1.3.6, 6.1.4.6 y 6.2.2.6). 
 
 
Figura 5.2.3. Espectro de absorción de coralina 6 ppm (⎯ ), 3 ppm (⎯ ), 2 ppm (⎯ ),  
1 ppm (⎯ ), 0,6 ppm (⎯ ) en agua MilliQ. 
 
 
En la figura 5.2.4 se representan los espectros de emisión de fluorescencia 
normalizados para coralina correspondientes a concentraciones crecientes en 
agua, y por tanto, correspondiente a cantidades crecientes de dímeros en la 
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disolución. Restando estos espectros, obtenemos la señal correspondiente al 
dímero de coralina, que presenta su máximo de intensidad de fluorescencia 
aproximadamente a 520 nm. Este es el motivo por el que en todas las medidas 
del decaimiento de fluorescencia realizadas (Anexo 6) se ha registrado la señal 
no sólo en el máximo de emisión a 476 nm, si no a la longitud de onda de 
emisión de 520 nm. De esta forma si hubiese presencia de dímeros en la 
disolución, sería más fácil detectarlo en estas medidas de decaimiento a 520 nm. 
 
 
 
Figura 5.2.4. Espectro de emisión a λexcitación = 510 nm de coralina en concentraciones  
crecientes en agua MilliQ. 
 
Hemos realizado un estudio del comportamiento de la fluorescencia de 
la coralina en función de la temperatura. La alta tendencia a dimerizar de la 
coralina explicará este comportamiento. Se realizaron medidas de la emisión de 
dos disoluciones de coralina en agua MilliQ, 4 y 33 ppm, en función de la 
temperatura  (figura 5.2.5) 
	  
Figura 5.2.5. Espectros de emisión en función de la temperatura de una disolución de coralina 
de 4 ppm (izquierda) y 33 ppm (derecha).	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Para ambas disoluciones en agua (4 ppm y 33 ppm) se comprueba cómo 
al ir aumentando la temperatura lo hace también la intensidad de fluorescencia 
de la sonda, y al ir disminuyendo la temperatura se produce el efecto contrario, 
recuperándose de nuevo la intensidad de fluorescencia original. Se representa 
el comportamiento frente al tiempo en la figura 5.2.6. Si se representa la 
intensidad de fluorescencia frente a la temperatura se obtiene una variación 
lineal (figura 5.2.6, gráficos a la derecha). 
 
Figura 5.2.6. Comportamiento de la intensidad de fluorescencia de la coralina en agua MilliQ  
con la temperatura. 
 
 Es frecuente para los distintos fluoróforos un comportamiento contrario 
al de la coralina con la temperatura, es decir, es frecuente que el incremento en 
la temperatura lleve asociada una disminución en la intensidad de la emisión 
de fluorescencia, ya que al aumentar la temperatura aumenta la viscosidad del 
medio y la frecuencia de los choques entre las moléculas, y por tanto también 
aumenta la probabilidad de que se produzca su desactivación no radiativa.  
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 Sin embargo, en el caso de la coralina el incremento en la temperatura 
provoca un aumento de su intensidad de fluorescencia. Atribuimos este hecho a 
la ruptura de los dímeros de coralina presentes en porcentajes elevados a estas 
altas concentraciones (4 ppm y 33 ppm) al aumentar la temperatura, por el 
aumento en la frecuencia de los choques intermoleculares asociado al 
incremento en la temperatura. Al aumentar la cantidad de monómero, también 
lo hace la intensidad de fluorescencia. Y al contrario, en el momento en que la 
temperatura disminuye, la tendencia de la coralina a dimerizar provoca que 
vuelvan a asociarse las moléculas, disminuyendo así de nuevo su intensidad de 
fluorescencia. 
 
En agua hemos realizado todas las medidas de fluorescencia a 
concentraciones muy bajas, entre 0,2 ppm y 0,1 ppm, para minimizar la 
presencia de dímeros. Si disminuimos aún más la concentración de coralina, la 
intensidad de fluorescencia registrada es demasiado baja frente al ruido de 
fondo o incluso frente a la dispersión que puede existir por la presencia de 
partículas de cierto tamaño como liposomas etc. Además en agua tenemos la 
precaución de excitar a 410 nm, que corresponde al hombro característico del 
monómero en el espectro de absorción, para excitar preferentemente a los 
monómeros frente a los dímeros si los hubiese. En estas condiciones 
experimentales, en las medidas de decaimiento de fluorescencia (apartado 5.4.1) 
no detectamos presencia alguna de dímeros. La presencia de dímeros 
complicaría el cálculo preciso de constantes de reparto o constantes de unión 
que caracteriza la interacción entre la coralina y las distintas estructuras auto-
organizadas en disolución (micelas, liposomas, etc.), ya que debería ser tenida 
en cuenta la ruptura o formación de dímeros, los cuales son especies menos 
fluorescentes que los monómeros. En metanol, sin embargo podemos trabajar a 
concentración más altas, del orden de 1 ppm, y excitamos a 426 nm, ya que no 
detectamos que la coralina forme dímeros en metanol (apartado 5.4.3). 
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5.3. Estudio del efecto del quencher yoduro sobre la 
coralina 
El ión yoduro es un quencher eficiente de la fluorescencia de estructuras 
de tipo quinolinio o acridinio (quenching colisional) [Lakowicz 2006, p. 306]. Se 
acepta que el mecanismo de quenching dominante es la transferencia 
electrónica del anión al fluoróforo, lo que sugiere que la eficiencia del quencher 
dependerá del potencial de oxidación del quencher. Así, el ión yoduro será un 
quencher más eficiente que el ión cloruro, ya que es más difícil retirar densidad 
electrónica del ión cloruro [Lakowicz 2006, p. 306].  
 
Nuestros datos han sido analizados según la ecuación de Stern-Volmer 
para quenching colisional: 
                                I0 I =1+ KS!V [Q]                        (5.3) 
    
donde I0 e I representan las intensidades, en el máximo de emisión, en ausencia 
y en presencia de quencher Q, respectivamente. KS-V es la constante de Stern-
Volmer. En la figura 5.3.1 se representan los espectros de emisión de 
fluorescencia en agua MilliQ y los valores de I0/I frente a la concentración de 
KI. En los estudios de protección frente al quencher ión yoduro, la disolución de 
KI se preparó justo antes de su utilización, para evitar la formación de la especie 
I3-. La gráfica se desvía respecto del comportamiento lineal de Stern-Volmer, lo 
que será debido a que en el experimento no se ha mantenido la fuerza iónica 
constante [Lakowicz 2006, p. 290], debido a las interacciones de largo alcance 
originadas entre iones al aumentar la concentración de éstos (en cuanto a la 
posibilidad de formación de dímeros al aumentar la concentración de iones, a 
esta concentración tan baja de coralina 0,2 ppm, no se detectan en las medidas 
con resolución temporal, ni siguiera adicionando altas concentraciones en el 
caso de NaCl (apartado 5.4.5)). 
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Figura 5.3.1. Espectros de emisión de la coralina en presencia de cantidades crecientes de KI en 
agua MilliQ ([cor] = 0,2 ppm) y representación de I0/I frente a la concentración de yoduro. 
 
En el siguiente experimento se realizó la adición de KI en tampon fosfato 
pH 7,4. Ahora sí se mantiene la fuerza iónica constante, por la presencia 
mayoritaria de los iones del tampon, y sí obtenemos en la figura 5.3.2 que se 
mantiene el comportamiento lineal en la representación de Stern-Volmer. 
También observamos que el quenching es menor en tampon pH 7,4 que en agua 
MilliQ. Y es que el efecto de existir una mayor fuerza iónica en el medio es el 
apantallamiento de los iones, lo que da lugar a menores interacciones 
electrostáticas. Es decir, los iones yoduro se encuentran rodeados de un exceso 
de iones de carga opuesta en su atmósfera iónica, siendo menos eficaz su 
capacidad de quenching hacia los cationes coralina. 
 
Figura 5.3.2. Representación de I0/I de la coralina en agua MilliQ () ([cor] = 0,2 ppm) y en 
tampon a pH 7.4 () ([cor] = 0,1 ppm) frente a la concentración de yoduro. 
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Se ha determinado la constante de Stern-Volmer (ecuación 5.3) en 
tampon a pH 7,4 (Ksv = 186,28 M-1) y en agua MilliQ (Ksv = 234,27 M-1), 
considerando en este último caso en el cálculo sólo los primeros puntos por 
debajo de una concentración 2 mM en KI, zona en la que podemos considerar 
comportamiento lineal. En el apartado 5.4.4 se calcula la constante bimolecular 
de quenching kQ. 
 
También se ha realizado el experimento de quenching en metanol, 
siendo los valores de quenching bastante similares a los obtenidos en agua 
MilliQ, como se muestra en la gráfica 7.E.3 del Anexo 7.  
 
Ya que se propone que el mecanismo de quenching es por transferencia 
electrónica, el ión yoduro será un quencher más eficaz que el ión cloruro, por su 
mayor capacidad donora de densidad electrónica. Así, a continuación en la 
figura 5.3.3 se comprueba que el ión cloruro, hasta concentraciones de NaCl 
31,8 mM, apenas tiene efecto sobre los espectros de emisión de coralina 0,1 pm 
en agua MilliQ. 
 
 
Figura 5.3.3. Espectro de emisión de coralina en agua MilliQ en presencia de diferentes 
cantidades de NaCl (0 mM, 6,4 mM, 23,9 mM y 31,8 mM). [cor] = 0,1 ppm. 
 
En los distintos ejemplos de esta Tesis en los que estudiamos la 
interacción de la coralina en distintas estructuras auto-asociadas en disolución, 
se procederá a la adición del eficaz quencher de la coralina, ión yoduro, como 
método para analizar el grado de penetración de la coralina en estas 
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estructuras, lo que nos permitirá sacar conclusiones sobre si la coralina queda 
protegida o no frente al ión yoduro presente en la disolución. 
 
En la literatura científica también se ha utilizado quenchers de la 
coralina, como el ión yoduro I- o el ión ferrocianuro [Fe(CN)6]4- , para el estudio 
de la interacción entre coralina y ARN o ADN [ver por ejemplo, Biver 2010, Giri 
2008]. Los quenchers aniónicos encuentran una barrera electrostática debido a 
la carga negativa de los grupos fosfato y en consecuencia no debe observarse 
apenas quenching de la coralina en el caso de que la coralina realmente se 
intercale en la hélice de los ácidos nucleicos. Finalmente, como se comentó en la 
introducción (apartado 2.2), recientemente se ha propuesto un método de 
detección de c-di-AMP, molécula que regula gran cantidad de procesos en las 
bacterias así como respuestas inmunitarias en organismos superiores, basado en 
la utilización de coralina y quencher ión yoduro [Zheng 2014]. 
 
 
5.4. Medidas de decaimiento de fluorescencia; tiempo de 
vida del estado excitado 
 
5.4.1. Coralina en agua MilliQ 
Muestra 1.A del Anexo 6. Coralina - sin purificar – 0,2 ppm en agua MilliQ  
 
No se detecta impureza fluorescente, pues se obtiene mismo resultado 
para la coralina purificada por recristalización en metanol y la utilizada 
directamente sin purificar (muestras 1A y 1B). 
 
Muestra 1.B del Anexo 6. Coralina 0,2 ppm en agua MilliQ  
 
El fluoróforo se encuentra muy diluido en agua MilliQ, a una 
concentración 0.2 ppm. No se detecta presencia de dímeros, ni registrando la 
emisión 520 nm (longitud de onda a la que presenta el dímero su máximo de 
emisión el dímero, ver Figura 5.2.4). El tiempo de vida del monómero que 
obtenemos en el ajuste monoexponencial es 9,5 ns. 
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Muestra 1.C del Anexo 6. Coralina 3 ppm en agua MilliQ 
 
Al aumentar la concentración de coralina a 3 ppm en agua MilliQ, ya no 
es adecuado el ajuste monoexponencial. La necesidad de añadir una segunda 
exponencial se debe a la presencia de dímero a esta concentración de trabajo. El 
tiempo de vida que obtenemos a 520 nm para el dímero es 37,8 ns. Dicho valor 
está en buena concordancia con obtenido por Megyesi et al. [Megyesi 2010] (9.5 
ns para el monómero y 35 ns para el dímero, medidas realizadas por estos 
autores a longitud de onda de excitación 372 nm y longitud de onda de emisión 
520 nm). En otra referencia, [Megyesi 2009], se dan los valores 9.7 ns para el 
monómero y 40 ns para el dímero. 
 
Si registramos la señal a la longitud de onda de emisión de 476 nm, se 
obtiene a esta concentración de trabajo (3 ppm), que un 14% de la señal es 
debida al dímero. Registrando la señal a 520 nm (a la que presenta un máximo 
el dímero) se observa que un 37% de la señal es debida al dímero. No mejora el 
ajuste probando con tres exponenciales. 
  
Notar que en la figura 5.1.3, se detectaba que a una concentración 3 ppm 
en agua, la gráfica de calibrado se alejaba claramente del comportamiento 
lineal, no estando dentro de la zona de Beer-Lambert, lo que es debido a la 
creciente formación de dímeros, los cuales son menos fluorescentes que el 
monómero. 
 
Muestra 1.D del Anexo 6. Coralina 6 ppm en agua MilliQ  
 
A una concentración aún mayor, 6 ppm en agua MilliQ, se muestra en la 
figura cómo mejora el ajuste utilizando tres exponenciales. Y es que, a estas 
concentraciones tan altas de coralina en agua, además de una población de 
dímeros, habrá probablemente formación de agregados de orden superior. 
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5.4.2. Coralina en tampon pH 7,4 y tampon pH 3,0 
Muestra 2.A del Anexo 6. Coralina 0,1 ppm en tampon pH 7,4 
 
Para una disolución 0,1 ppm de coralina en tampon pH 7,4, aun siendo la 
concentración tan baja, se muestra en el anexo cómo se ajusta mejor a dos 
exponenciales y, a diferencia de lo que sucedía en agua MilliQ (muestra 1.B), 
detectamos una cierta presencia de dímeros, que contribuyen a la señal en un 
4% si se estudia la emisión a 476 nm o un 8% si se estudia la emisión a 520 nm. 
El tiempo de vida largo de 40,8 ns se asigna a la presencia de dímeros y el 
tiempo de vida 9,5 ns a los monómeros de coralina. El que en tampon se formen 
dímeros, aun a concentraciones tan bajas de coralina 0,1 ppm, se debe a que la 
fuerza iónica del medio es mayor que en agua MilliQ, por la presencia de los 
iones del tampon (en el tampon preparado a pH 7,4 utilizando la mezcla de 
sales NaH2PO4 y Na2HPO4, la concentración de iones Na+ fue 18 mM). Por tanto 
será mayor la constante dieléctrica que en el agua pura, lo que provocará mayor 
formación de dímeros de coralina (apartado 5.2). 
 
Muestra 2. B del Anexo 6. Coralina 2,5 ppm en tampon pH 7,4 
 
Al aumentar en tampon pH 7,4 la concentración de coralina hasta 2,5 
ppm, detectamos mayor presencia de dímeros, siendo suficiente el ajuste con 
dos exponenciales. Notar que a esta concentración de coralina, prácticamente la 
mitad de la señal corresponde a dímeros. 
 
Muestra 2. C del Anexo 6. Coralina 0,1 ppm en tampon pH 3,0 
 
Para la coralina en tampon pH 3,0 a concentración 0,1 ppm, obtenemos 
un resultado similar a la muestra 2.A (tampon pH 7,4): es necesario ajustar a 
dos exponenciales, detectándose la presencia de dímeros, cuyo tiempo de vida 
del estado excitado es 36,6 ns. 
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5.4.3. Coralina en otros disolventes 
Muestra 3.A del Anexo 6. Coralina 1 ppm en metanol  
 
En el caso de coralina disuelta en metanol a concentración 1 ppm, no 
observamos la presencia de dímeros, siendo adecuado el ajuste a una 
monoexponencial, que nos proporciona un valor para el tiempo de vida de 8 ns. 
Esto concuerda con el hecho de que en la gráfica 5.1.6 observamos 
comportamiento de Beer-Lambert en metanol hasta concentraciones altas.  
 
Es frecuente que el tiempo de vida del estado excitado aumente en 
disolventes menos polares por ser menor la constante de los procesos no 
radiativos, knr. Sin embargo, para la coralina hemos obtenido que el valor del 
tiempo de vida del estado excitado es menor en metanol (8 ns) que en agua (9,5 
ns). Es más, nuestros datos muestran una tendencia a disminuir el tiempo de 
vida de fluorescencia al disminuir la polaridad del disolvente: en agua (ε20ºC 
=80,1) τ=9,47 ns; en metanol (ε20ºC =32,7) τ=8,12 ns; en etanol (ε20ºC =24,5) τ=7,96 
ns; en isopropanol (ε20ºC =17,9) τ=7,72 ns; en diclorometano (ε20ºC =9,08) τ=6,91 
ns. La explicación puede ser debida al cruce entre sistemas, más eficiente en el 
caso de metanol que en agua.   
 
Así, según Gutiérrez et al [M. S. Díaz 2009], para el fluoróforo berberina, 
en agua no se observa fosforescencia ni se observa formación de oxígeno 
molecular en estado excitado (1O2), indicando la ausencia de un estado triplete 
poblado para berberina en agua. Sin embargo en etanol y otros disolventes 
menos polares sí se observa para la berberina fosforescencia y formación de 1O2, 
por rápido cruce entre sistemas del estado singlete al triplete de la berberina 
(hay que recordar que tanto la fosforescencia como el quenching con oxígeno 
ocurre vía cruce entre sistemas [Lakowicz 2006, p. 1 y 334]). Sin embargo, 
Biczok precisa que el aumento de la eficiencia del cruce entre sistemas y la 
formación de 1O2 para la berberina, palmatina y sanguinarina es más marcado 
que en el caso de la coralina [Biczok 2011]. 
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Muestra 3.B del Anexo 6. Coralina 6 ppm en metanol  
 
Aun aumentando la concentración de coralina en metanol, a 6 ppm, se 
obtiene que no hay presencia de dímeros. Así, García et al. afirman que en 
disolventes menos polares que el agua, como el etanol, la coralina se encuentra 
mejor solvatada [García 2009]. Y es que la coralina tiene un considerable 
carácter hidrofóbico por los anillos aromáticos que posee en su estructura. Las 
mayores interacciones soluto/disolvente favorecen la estabilización del 
monómero. 
 
Muestra 3. C del Anexo 6. Coralina 1 ppm en etanol  
 
En etanol a 1 ppm, al igual que en metanol, no se detecta presencia de 
dímeros y el valor del tiempo de vida del estado excitado es muy similar. 
 
Muestra 3. D del Anexo 6. Coralina 1 ppm en isopropanol  
 
En isopropanol a 1 ppm, tampoco se detecta presencia de dímeros y el 
valor del tiempo de vida del estado excitado es algo menor que en metanol y 
etanol. 
 
Muestra 3.E del Anexo 6. Coralina 1 ppm en diclorometano  
 
En diclorometano, se observa cierto desplazamiento hipsocrómico (ver 
figura 5.1.7), por ello se han registrado las medidas del decaimiento de 
fluorescencia a longitud de onda de emisión 465 nm en vez de a 476 nm. 
 
En nuestro anterior trabajo [A. Delgado-Camón 2011] se consideró que 
fluoróforos como berberina o coralina no están completamente disociados en 
forma de iones libres en diclorometano. Debido al valor tan bajo de la constante 
dieléctrica del diclorometano (ε20ºC = 9.08), se forman pares iónicos entre el 
catión coralina y el contraión cloruro. En disolventes polares, no se produce la 
formación de pares iónicos debido a las interacciones entre el fluoróforo 
catiónico y el disolvente [Marcus 2006]. La formación de pares iónicos también 
ha sido propuesta por Megyesi et al [Megyesi 2007] en el caso de cloruro de 
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berberina en diclorometano. El par iónico es mucho menos fluorescente que el 
ión libre. El mecanismo dominante del quenching de la fluorescencia producido 
por el contraión cloruro es la transferencia de densidad electrónica al 
fluoróforo. Como se muestra en nuestro anterior trabajo, la adición de alcanos a 
la disolución de coralina o berberina en diclorometano hace bajar más aún la 
constante dieléctrica del medio, se desplaza el equilibrio de formación de pares 
iónicos y el descenso de fluorescencia es más acusado [Delgado-Camón 2011]. 
 
En buen acuerdo con estos resultados, ahora en las medidas de 
decaimiento de la fluorescencia de la coralina en diclorometano vemos la 
necesidad de ajustar a dos exponenciales: el tiempo de vida corto (3,4 ns) lo 
asignamos al par iónico y el tiempo de vida más largo (6,9 ns) al catión coralina 
que queda libre en diclorometano, disolvente de baja polaridad.  
 
 
5.4.4. Coralina y KI en agua MilliQ y tampon pH 7,4  
Muestra 4.A del Anexo 6. Coralina 0,2 ppm + KI 3,5 mM en agua MilliQ 
 
Como hemos comentado en el apartado 5.3, el ión yoduro es un 
quencher eficiente de la fluorescencia de estructuras de tipo quinolinio o 
acridinio (quenching colisional).  
 
En el caso de existir quenching colisional, hay una nueva vía de 
desexcitación del estado excitado sin emisión de fluorescencia, y la ecuación 
que determina el tiempo de vida del estado excitado es: 
! =
1
kr + knr + kQ[Q]  
 
donde kQ es la constante bimolecular de quenching, cuyo valor refleja la 
eficiencia o la accesibilidad del quencher al fluoróforo, y [Q] es la concentración 
de quencher. Así, el valor de τ se ve disminuido cuando existe quenching 
colisional. 
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A la concentración de ión yoduro empleada, la mayor parte de la 
población de la coralina en agua sufre desactivación o quenching, de forma que 
obtenemos que el tiempo de vida de la coralina se ajusta a una 
monoexponencial con un tiempo de vida τ=6,2 ns (el tiempo de vida ha 
disminuido significativamente si comparamos con el valor 9,5 ns en ausencia de 
quencher).  
 
En la Figura 5.3.2 aparece la gráfica de Stern-Volmer en la que se 
representa I0/I vs [I-] y se obtuvo allí un valor para la constante de Stern-Volmer 
KS-V = 234,27. Se define la constante de Stern-Volmer como: 
KS!V = ! 0 " kQ  
donde τ0 se refiere en esta ecuación al tiempo de vida en ausencia de quencher 
ión yoduro (9,5 ns). Entonces podemos calcular el valor de la constante 
bimolecular de quenching kQ = 2,47x1010 M-1s-1, que es un valor típico de 
quenching controlado por la difusión [Lakowicz 2006, p. 281]. 
 
Muestra 4.B del Anexo 6. Coralina 0,1 ppm + KI 3,5 mM en tampon pH 7,4 
 
Ajustamos a una exponencial, el tiempo de vida para la coralina en su 
estado excitado, en esta situación quencheada por el ión yoduro en tampon pH 
7,4 es 6,9 ns. En tampon, el ión yoduro es un quencher menos eficaz en tampon 
que en agua, al estar los iones yoduro interaccionando o rodeades de iones de 
signo contrario en tampon (los iones sodio están presentes a concentración 18 
mM en el tampon pH 7,4). Así, claramente se observa menos quenching en 
tampon que en agua MilliQ en la gráfica de la figura 5.3.2, donde se obtuvo un 
valor en tampon para la constante de Stern-Volmer de KS-V = 186,28. Entonces el 
valor de la constante constante bimolecular de quenching que calculamos para 
el ión yoduro en tampon pH 7,4 es kQ = 1,96x1010 M-1s-1 
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5.4.5. Coralina y NaCl en agua MilliQ   
Muestras 5.A, 5.B y 5.C del Anexo 6. Coralina 0,2 ppm + NaCl 1,33 mM, 14 mM 
y 70 mM en agua MilliQ 
 
No se detecta que el anión cloruro realice quenching sobre la coralina, ni 
trabajando a concentraciones altas 70 mM de aniones cloruro. Como se ha 
comentado antes, el ión cloruro no es un quencher eficaz de la coralina ya que 
es difícil que ceda densidad electrónica a la coralina, a diferencia de lo que 
sucede con el ión yoduro [Lakowicz 2006, p. 306]. Por otro lado, a esta 
concentración tan baja de coralina tampoco produce formación de dímeros, no 
aparece una exponencial con tiempo de vida muy largo, aunque probemos a 
aumentar el número de exponenciales en el ajuste. 
 
Muestra 5.D del Anexo 6. Coralina 3 ppm + NaCl 21 mM en agua MilliQ 
 
A concentraciones altas de coralina, a la que ya hay una presencia de 
dímeros (muestra 1.C del Anexo 6), la adición de NaCl hace aumentar la 
cantidad de dímeros de coralina, por aumentar la fuerza iónica del medio, es 
decir, el medio es más polar. 
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6. ESTUDIO DE LA INTERACCIÓN ENTRE EL 
FLUORÓFORO CORALINA Y DISTINTAS 
ESTRUCTURAS MOLECULARES AUTO-
ORGANIZADAS EN DISOLUCIÓN 
 
6.1. Estudio de la interacción entre coralina y micelas 
 Mostramos a continuación los resultados correspondientes al estudio de 
la interacción entre la coralina y micelas en agua MilliQ. Los resultados 
obtenidos y su discusión se presentan organizados en apartados, según la 
cabeza polar de las moléculas anfifílicas lleven carga positiva (TTAB, CTAB), 
negativa (SDS) o sean zwitteriónicas (DPC). En los Anexos 2 á 6 se recogen 
tablas y figuras comparativas para todos los ejemplos en los distintos rangos de 
concentración estudiados. 
 
6.1.1. Estudio de la interacción entre coralina y micelas de TTAB 
en agua MilliQ 
 
6.1.1.1 Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
Las medidas de emisión de la coralina en presencia de cantidades 
crecientes de TTAB, mostradas en las figuras 6.1.1.a, 6.1.2.a y 6.1.3.a, 
únicamente muestran variación en la intensidad de fluorescencia, pero no 
desplazamientos significativos de la posición de la señal.  
 
En los experimentos deseamos trabajar a una concentración muy diluida 
en coralina (entre 0,2 y 0,1 ppm) de forma que la concentración de dímeros en 
agua sea despreciable. Así, en las medidas de fluorescencia con resolución 
temporal (apartado 6.1.1.3) no detectamos en estas condiciones presencia de 
dímero. De esta forma se facilita la interpretación de las variaciones producidas 
en el espectro de fluorescencia en presencia de cantidades crecientes de TTAB.  
 
 6. Estudio de la interacción entre el fluoróforo coralina y distintas estructuras moleculares auto-organizadas en disolución 
 
146 
Se han realizado medidas en tres zonas de concentración de TTAB. 
Siempre trabajamos a una concentración de coralina entre 0,2 y 0,1 ppm, de 
forma que no tenemos presencia apreciable de dímeros en agua. 
 
 
 
 
 
Figura 6.1.1. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de TTAB (rango de concentración hasta 6 mM) en agua MilliQ. b) y c) Representación 
de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de TTAB. [Cor] entre 0,2 y 0,1 ppm. 
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La figura 6.1.1 corresponde a la zona más diluida de trabajo en TTAB, 
hasta una concentración de TTAB 6 mM. Obtenemos aumentos en la intensidad 
de fluorescencia (valores de I0/I < 1, siendo I0 e I las intensidades, en el máximo 
de emisión (476 nm), en ausencia y en presencia de TTAB, respectivamente, 
figura 6.1.1.b).  
 
La gráfica en la que se representan valores de incrementos de 
fluorescencia (I – I0) tiene más sensibilidad que en la que se representan valores 
relativos I/I0 (figura 6.1.1.c),  por lo que ha sido la utilizada para determinar la 
concentración micelar crítica (cmc) del TTAB (3,9 mM), valor que coincide con 
los valores que aparecen en la bibliografía. Observamos que los aumentos de 
fluorescencia tienden a estabilizarse en el valor I0/I = 0,4 a partir de la cmc. 
 
La figura 6.1.2 corresponde a una zona más concentrada en TTAB hasta 
18 mM. También obtenemos aumentos en la intensidad de fluorescencia de la 
coralina, que tienden al valor I0/I ≈ 0,4 a partir de la cmc. Sin embargo en la 
figura 6.1.2.c apreciamos que el máximo alcanzado de intensidad no se 
mantiene, los aumentos van siendo algo menores al ir aumentando la 
concentración de TTAB. 
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Figura 6.1.2. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de TTAB (rango de concentración hasta 18 mM) en agua MilliQ. b) y c) 
Representación de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de TTAB. [Cor] entre 0,2 y 
0,1 ppm. 
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Figura 6.1.3. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de TTAB (rango de concentración hasta 85 mM) en agua MilliQ.  b) y c) 
Representación de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de TTAB. [Cor] entre 0,2 y 
0,1 ppm. 
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Este efecto continúa y es algo más marcado en la región de concentración 
de TTAB más elevada, hasta 85 mM (figura 6.1.3). Y es que, como se verá a 
continuación, en las medidas de fluorescencia con resolución temporal 
(apartado 6.1.1.3), aparece una exponencial con tiempo de vida corto, 3,1 ns, 
que asignamos a una población de moléculas de coralina que sufre quenching 
por el ión bromuro (el ión bromuro es el contraión que acompaña al surfactante 
catiónico TTAB).  
 
No se mantiene el máximo alcanzado de intensidad, por existir este 
efecto adicional de quenching por los iones bromuro, por lo que no 
calcularemos en este ejemplo la constante de reparto Kp o de unión Kb, ya que 
no podemos asociar los cambios de intensidad de emisión directamente con la 
incorporación de la coralina en las micelas de TTAB.  
 
El que hayamos obtenido grandes aumentos en la intensidad de 
fluorescencia de la coralina en presencia de micelas de TTAB es un resultado en 
principio sorprendente, ya que tanto la coralina como el TTAB tienen carga 
positiva. Las repulsiones electrostáticas podrían haber impedido la interacción, 
como en otros casos que aparecen en la bibliografía [ver por ejemplo Duman 
2011, Lopes 1992]. Sin embargo obtenemos aumentos grandes en la intensidad 
de fluorescencia de la coralina (I0/I del orden de 0,4), que atribuiremos al paso 
de moléculas de coralina de un entorno acuoso a un entorno más apolar y 
rígido en la micela. Las imágenes de microscopía confocal (apartado 6.1.1.4) 
confirman la acumulación de coralina en las micelas de TTAB, entorno en el que 
son más fluorescentes. Las micelas de TTAB son suficientemente “abiertas” 
para permitir que la coralina se incorpore en la parte apolar. No tendría en este 
caso sentido plantearse que la coralina quedase interaccionando en la parte 
exterior de la micela, que está cargada positivamente.  
 
Compararemos en el apartado 6.1.2 con las micelas de CTAB, que es 
sabido son más “compactas” (es decir tienen número de agregación mayor, por 
ser mayor la longitud de su cadena hidrocarbonada, figura 6.1.13) y veremos 
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que, en el caso del CTAB, los datos confirman que la coralina encuentra más 
dificultad para incorporarse en las micelas. 
 
En cuanto a las repulsiones electrostáticas, hay que tener en cuenta que la 
carga positiva de la coralina se encuentra bastante deslocalizada por la 
molécula [García 2009], lo que minimiza las repulsiones electrostáticas [Fischer 
2007, Severina 2011]. Por otro lado, contribuciones a favor de la incorporación 
de la coralina en las micelas y otras estructuras organizadas en disolución serán 
un importante efecto hidrofóbico (factor entrópico) y las interacciones 
dispersivas que involucran la densidad electrónica π.  
 
Con fines comparativos, se repitió el experimento con berberina en lugar 
de coralina (apartado 6.1.1.7). Como se verá en el apartado 6.1.3.1.1., a 
diferencia de la coralina, la incorporación de berberina en las micelas de TTAB 
puede considerarse despreciable, lo que significa que en este caso dominan las 
repulsiones electrostáticas. 
 
En el Anexo 2 de esta Tesis se recogen las gráficas mostrando los 
aumentos de fluorescencia obtenidos en todos los ejemplos estudiados, con 
fines comparativos. 
 
 
6.1.1.2. Estudio de la protección frente al quencher yoduro 
La figura 6.1.4 muestra que el ión yoduro no realiza quenching de la 
fluorescencia de la coralina cuando hay presentes micelas de TTAB en la 
disolución. Este resultado no implicaría necesariamente que la coralina se 
encuentrase protegida en las micelas, pues los iones yoduros, al tener carga 
negativa, se sentirán atraídos por la carga positiva de las micelas de TTAB, por 
lo que la eficacia de quenching sobre la coralina no es de esperar que fuese 
grande.  
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Figura 6.1.4. Desactivación de la coralina en presencia de cantidades crecientes de KI (0 mM, 0,6 
mM, 1,2 mM, 1,8 mM, 2,4 mM, 3,0 mM) en agua  MilliQ ([cor] = 0,2 ppm)() y coralina en agua 
MilliQ en presencia de TTAB ([cor] = 0,2 ppm, [TTAB] = 0,011 M) () . 
 
Sin embargo, observamos el detalle en la figura 6.1.4 de que no sólo la 
coralina no sufre quenching en absoluto por los iones yoduro (lo que 
correspondería I0/I = 1), sino que obtenemos valores de I0/I algo menores que 
la unidad, lo que significa que, al existir iones yoduro en la disolución, presenta 
algo más de fluorescencia. Este hecho, sorprendente en principio, puede ser 
explicado por la interacción de iones yoduro con la superficie positiva de las 
micelas de TTAB, lo que neutralizaría en parte la carga positiva de las micelas, 
es decir, las micelas de TTAB con iones yoduro tendrán menor densidad de 
carga positiva en su superficie externa. Entonces, por encontrarse la coralina 
menores repulsiones electrostáticas, se favorecerá la incorporación de más 
moléculas de coralina en las micelas de TTAB. Esto explicaría que tengamos 
algo más intensidad de fluorescencia en presencia de iones yoduro.  
 
Es más, como se comentará en el apartado 6.1.2.2, se aprecia diferencia 
importante si el experimento se realiza con micelas de CTAB en vez de TTAB: 
se obtiene significativamente más quenching en el caso de CTAB que TTAB). 
Esto lo explicaremos, de nuevo, en términos de incorporación de las moléculas 
de coralina en las micelas: la incorporación es mayor que en las micelas de 
TTAB que CTAB, ya que éstas últimas son más “compactas” o tupidas (número 
de agregación es mayor, ver figura 6.1.13).  
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En el Anexo 4 de esta Tesis se recogen las gráficas que muestran el 
comportamiento frente al quencher ión yoduro, en todos los ejemplos que 
hemos estudiado, con fines comparativos. También aparecen allí los valores 
obtenidos de la constante de Stern-Volmer, KSV. 
 
 
6.1.1.3. Medidas de decaimiento de fluorescencia; tiempo de vida del 
estado excitado 
Muestras 6.A. y 6.B del Anexo 6. Coralina 0,2 ppm + TTAB 0,007 M y 0,083 M en 
agua MilliQ 
 
En una disolución 0,2 ppm de coralina en agua MilliQ (muestra 1.B del 
Anexo 6) no se detectaba presencia de dímeros, y el tiempo de vida del estado 
excitado correspondiente al monómero obtenido era 9,5 ns. Ahora, 
consideramos el caso en el que hay presente TTAB en concentración 0,007 M 
(muestra 6.A) o bien 0,083 M (muestra 6.B), siempre por encima de la c.m.c.  
 
Pues bien, vemos en el Anexo 6 que en el caso de la disolución diluida de 
TTAB 0,007 M, es adecuado el ajuste a una sola exponencial (tiempo de vida del 
estado excitado 9,3 ns). Pero en el caso de la disolución concentrada de TTAB 
0,083 M vemos que es necesario ajustar a dos exponenciales. La exponencial que 
contribuye mayoritariamente a la señal de fluorescencia corresponde a un 
tiempo de vida 9,0 ns y la otra exponencial, a un tiempo de vida muy corto, 3,1 
ns. El tiempo de vida muy corto lo asignamos a la población minoritaria de 
coralina que sufre quenching por el ión bromuro. La exponencial mayoritaria 
(tiempo de vida 9,0 ns) correspondería a las moléculas de coralina que se ven 
protegidas del quencher al estar protegidas en las micelas de TTAB. (Se puede 
considerar el detalle de que la incorporación de algunos iones bromuro que en 
las micelas que pudieran quedar próximos a la coralina en las micelas podrían 
explicar que este valor algo más bajo 9,0 ns en vez de 9,5 ns [Moro 1993]).  
 
Si comparamos el resultado con el quenching producido por el ión 
yoduro (muestra 4.A del Anexo 6), se obtuvo un valor para el tiempo de vida 
6,2 ns, un valor mucho más alto que el obtenido ahora para el quenching 
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provocado por ión bromuro (3,1 ns), pero sucede que ambos valores de tiempos 
de vida no son comparables, ya que ahora, en la muestra 6.B, la concentración 
de quencher ión bromuro es mucho mayor que la de ión yoduro en la muestra 
4A (83 mM en vez de 3,5 mM, respectivamente). Así, según la ecuación: 
! =
1
kr + knr + kQ[Q]
 
una concentración mayor de quencher provoca una disminución mayor del 
tiempo de vida del fluoróforo.  
 
Se debe recordar que la eficacia del quencher ión bromuro debe ser 
menor que la del ión yoduro, es decir, la constante de quenching bimolecular kQ 
será menor para el ión bromuro que para el ión yoduro, ya que el potencial de 
oxidación del ión bromuro es mayor, es decir, es más difícil la donación de 
densidad electrónica por parte del ión bromuro al catión coralina [Lakowicz 
2006, p. 306]. De hecho, para una concentración de ión bromuro 7 mM (muestra 
6.A, anexo 6) no apreciamos quenching, y sin embargo, para una concentración 
3,5 mM de ión yoduro sí (muestra 4.A, Anexo 6). 
 
Observar que el quenching producido por el ión bromuro que 
detectamos en las medidas de decaimiento de fluorescencia explica por qué en 
las gráficas 6.1.2c y 6.1.3c se observa que no se mantiene el máximo alcanzado 
de intensidad alcanzado, que va cayendo al aumentar la concentración de 
TTAB. 
 
Muestra 6.C del Anexo 6. Coralina 3 ppm + TTAB 0,007 M en agua MilliQ 
 
A concentraciones altas de coralina, a las que hay de partida una 
presencia importante de dímeros, la adición de TTAB hace aumentar la 
cantidad de dímeros de coralina (comparado con la muestra 1.C del Anexo 6). 
Observar que esto mismo sucede con la muestra 5.D del Anexo 6, en el caso de 
NaCl. 
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6.1.1.4. Microscopía  confocal de fluorescencia 
La figura 6.1.5 permite observar la coralina se incorpora en las micelas de 
TTAB, con un grado de penetración tal que presenta más fluorescencia en este 
entorno que libre en la disolución (en la imagen aparece el fondo negro, ya que 
el equipo permite eliminar la fluorescencia de fondo correspondiente a 
moléculas de coralina libres). 
 
 Recordar que, como se comenta en el apartado 3.2.3, la resolución del 
equipo de microscopía confocal es como máximo 200 nm. No obstante podemos 
observar los pixels iluminados que corresponden a micelas que han 
incorporado fluoróforo, siendo la intensidad de emisión mayor en este entorno 
que libres en la disolución acuosa. No es significativo pues el tamaño del pixel, 
que corresponde a la resolución máxima que se puede alcanzar de 200 nm, pero 
es muy interesante que las imágenes confirmen la incorporación de moléculas 
de coralina en micelas cargadas positivamente de TTAB. 
 
  
Figura 6.1.5. Imágenes de campo claro y microscopía confocal de fluorescencia de micelas de 
TTAB en presencia de coralina en agua MilliQ. ([TTAB] = 0,08 M; [cor] = 3 ppm). 
 
 
6.1.1.5. Medidas de potencial Z 
 La figura 6.1.6 muestra las medidas de potencial Z de una disolución de 
TTAB en agua, en ausencia y en presencia de coralina (58,7 y 13,2 mV, 
respectivamente). Observamos entonces que el potencial Z es menos positivo 
para las micelas de TTAB en presencia de coralina. (Los valores de potencial Z 
 6. Estudio de la interacción entre el fluoróforo coralina y distintas estructuras moleculares auto-organizadas en disolución 
 
156 
de todos los ejemplos estudiados en esta Tesis se recogen en el Anexo 5, con 
fines comparativos). 
 
 
Figura 6.1.6. Imágenes del software utilizado en la determinación del potencial Z de una 
disolución de TTAB en ausencia (a) y en presencia (b) de coralina. Ver concentraciones en el 
Anexo 5. 
 
Una posible explicación, como se representa esquemáticamente en la 
figura 6.1.7, podría ser que la incorporación de las moléculas de coralina en las 
estructuras micelares de TTAB provoque que se “abra” la micela, lo cual haría 
a. 
b. 
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disminuir la densidad de carga superficial. Esto explicaría el valor de potencial 
Z menos positivo en presencia de coralina (es sabido que cuando los agregados 
son de pequeño tamaño, el alojamiento de moléculas de considerable tamaño 
puede causar distorsiones en la forma o tamaño de los agregados y número de 
agregación [ver por ejemplo Jover 1997]). 
 
Figura 6.1.7. Esquema de la incorporación de la coralina en la estructura micelar de TTAB.  
 
Las micelas podrían ver modificado su tamaño y/o el número de 
agregación en presencia de coralina. El equipo permite la medida de tamaño 
promedio de partícula por DLS, pero no se consiguieron valores repetitivos y 
no se presentan aquí los resultados. Tratándose de partículas de tan pequeño 
tamaño como son las micelas, la determinación precisa no es sencilla de 
realizar, se deben realizar operaciones de filtrado para evitar la posible 
presencia de polvo, y es difícil obtener resultados concluyentes. 
 
 
6.1.1.6. Espectros de absorción vis-UV 
   La figura 6.1.8 muestra los espectros de absorción vis-UV de muestras 
conteniendo cantidades crecientes de TTAB en agua. La señal es poco intensa 
en la zona de interés (de 350 a 450 nm), por lo que se trabajó con disoluciones 
de coralina 2 ppm (más concentradas que las utilizadas en las medidas de 
fluorescencia), aun sabiendo que a esta concentración se deberá tener en cuenta 
que hay una presencia apreciable de dímeros de coralina. Observar que, aun 
así, manejamos señales poco intensas, y llegamos a apreciar cierta dispersión de 
la luz en los espectros sin corregir (figura 6.1.8), debido a la presencia de las 
micelas en la disolución.  
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Figura 6.1.8. Espectro de absorción de coralina en agua MilliQ en presencia de concentraciones 
crecientes de TTAB: 0 mM (⎯ ), 3,3 mM (⎯ ), 10 mM (⎯ ), 13,3 mM (⎯ ), 20 mM (⎯ ). [Cor] 
= 2 ppm. 
 
 
 
6.1.1.7 Comparación con berberina y TTAB 
 Se repitió el experimento correspondiente a la figura 6.1.2, pero con 
berberina en lugar de coralina, con fines comparativos. La fluorescencia de la 
berberina en agua es muy baja (figura 6.1.9), y no se produce ningún efecto al 
añadir concentración creciente de TTAB, lo que indica que, a diferencia de lo 
que ocurre en el caso de la coralina, la incorporación de berberina en las micelas 
de TTAB puede considerarse despreciable. Ello significa que las interacciones 
electrostáticas son las dominantes en el caso de la berberina, cuya carga positiva 
está más localizada comparado con la coralina. Así, en el estudio de la 
interacción de berberina y liposomas, Gasiorowska et al. destacan la relevancia 
de las interacciones electrostáticas en el caso de la berberina [Gasiorowska 
2011]. En el estudio de [Fischer 2007] sobre permeabilidad de membranas a 
moléculas orgánicas cargadas positivamente, y cuyos resultados racionalizan 
directamente en términos de la mayor o menor localización de la carga positiva 
en el átomo de nitrógeno o distribuida en los anillos aromáticos, la berberina 
muestra valores muy bajos de paso a través de las membranas. 
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Figura 6.1.9. Espectros de emisión de berberina ([berb] = 1 ppm)  en presencia de cantidades 
crecientes de TTAB (de concentración entre 0 y 17 mM) en agua MilliQ. 
 
 
 
6.1.2. Estudio de la interacción entre coralina y micelas de CTAB 
en agua MilliQ 
 
6.1.2.1. Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
Se muestran en las figuras 6.1.10a, 6.1.11a y 6.1.12a los espectros de 
emisión de fluorescencia de la coralina en presencia de cantidades crecientes de 
CTAB en tres regiones de concentración de surfactante.  
 
En el caso del CTAB también podemos calcular el valor de la 
concentración micelar crítica (figura 6.1.10.c), que coincide con el bibliográfico 
(cmc = 1 mM). 
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Figura 6.1.10. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de CTAB (rango de concentración hasta 3 mM) en agua MilliQ. b) y c) Representación 
de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de CTAB. [Cor] entre 0,2 y 0,1 ppm. 
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Figura 6.1.11. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de CTAB (rango de concentración hasta 17 mM) en agua MilliQ. b) y c) 
Representación de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de CTAB. [Cor] entre 0,2 y 
0,1 ppm. 
 
 
 
0 
100000 
200000 
300000 
400000 
500000 
600000 
400 450 500 550 600 650 
In
te
n
si
d
a
d
 d
e
 f
lu
o
re
sc
e
n
ci
a
  
(u
.a
.)
 
Longitud de onda (nm) 
(a) 
0,4 
0,5 
0,6 
0,7 
0,8 
0,9 
1 
1,1 
0,000 0,005 0,010 0,015 0,020 
I 0
 /
 I
 
[CTAB] / M 
(b) 
0 
50000 
100000 
150000 
200000 
250000 
300000 
0,000 0,005 0,010 0,015 0,020 
I 
- 
I 0
 
[CTAB] / M 
(c) 
 6. Estudio de la interacción entre el fluoróforo coralina y distintas estructuras moleculares auto-organizadas en disolución 
 
162 
 
 
 
    
   
 
Figura 6.1.12. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de CTAB (rango de concentración hasta 85 mM) en agua MilliQ. b) Representación 
de I–I0 de la coralina frente a la concentración de CTAB. [Cor] entre 0,2 y 0,1 ppm. 
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De forma análoga al TTAB, también con CTAB obtenemos aumentos en 
la intensidad de fluorescencia de la coralina. Sin embargo, sólo llegamos a un 
valor de I0/I ≈ 0,6, lo que implica que hay menos incorporación de las moléculas 
de coralina en las micelas de CTAB que en las de TTAB. También es más 
acusado en el caso del CTAB el efecto de que el máximo de intensidad 
alcanzado no se mantiene en estas gráficas al ir aumentando la concentración 
CTAB (figuras 6.1.11.c y 6.1.12.c). 
 
La diferencia entre ambos surfactantes radica en la longitud de su cadena 
alifática, 16 carbonos en el caso del CTAB y 14 en el caso del TTAB. Ello implica 
que el efecto hidrofóbico, fuerza impulsora de la formación de las micelas, es 
mayor en el caso del CTAB. Por ello la concentración micelar crítica es menor 
para CTAB (cmc = 1 mM para CTAB y 3,9 mM para TTAB) y el número de 
agregación promedio en las micelas es mayor (nag ≈ 135 para CTAB y 75 para 
TTAB, [Rodríguez 2009] y [Anachkov 2012]). Como se representa en la figura 
6.1.13, las micelas de CTAB son más compactas o tupidas que las micelas de 
TTAB. 
 
 
 
 
 
     
 
 
Figura 6.1.13. Representación de las micelas formadas por TTAB y CTAB. 
 
Es por ello que la coralina encuentra más dificultad para incorporarse en 
las micelas de CTAB que en las de TTAB. Tenemos entonces menos aumentos 
en la intensidad de fluorescencia y también más efecto de quenching a 
concentraciones crecientes de iones bromuro presentes en el medio. (Estas ideas 
concuerdan también con los resultados que se presentan a continuación, sobre 
el estudio de la protección frente a la adición de quencher ión yoduro). 
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6.1.2.2. Estudio de la protección frente al quencher yoduro 
La figura 6.1.14 muestra los resultados del experimento de quenching 
por los iones yoduro para la coralina en ausencia y en presencia de CTAB. Se 
observa protección en presencia de CTAB. Como se ha comentado en el 
apartado 6.1.1.2, el hecho de que la protección frente a los iones yoduro sea 
bastante menor en el caso de las micelas de CTAB que en el caso de las micelas 
de TTAB, indica que la coralina se incorpora en las micelas de TTAB más que en 
las micelas de CTAB, siendo la concentración de coralina fuera de las micelas, 
sin protección frente al ión yoduro, significativamente mayor en el caso del 
CTAB.  
 
 
 
Figura 6.1.14. Desactivación de la coralina en presencia de cantidades crecientes de KI en agua  
MilliQ ([cor] = 0,2 ppm)() y coralina en agua MilliQ en presencia de CTAB ([cor] = 0,2 ppm, 
[CTAB] = 0,011 M) (). 
 
 
6.1.2.3. Microscopía confocal de fluorescencia 
La imagen de microscopía confocal de fluorescencia (Fig 6.1.15) confirma 
la presencia de coralina incorporada en las micelas de CTAB, entorno en el que 
presenta más fluorescencia que libre en la disolución acuosa. 
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Figura 6.1.15. Imágenes de campo claro y microscopía confocal de fluorescencia de micelas de 
CTAB en presencia de coralina en agua MilliQ. ([CTAB] = 0,08 M; [cor] = 3 ppm). 
 
 
6.1.3. Estudio de la interacción entre coralina y micelas de SDS en 
agua MilliQ 
 
6.1.3.1. Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
 Se presenta en la figuras 6.1.15a y 6.1.16a los espectros de emisión de la 
coralina en presencia de cantidades crecientes de SDS. Como en las demás 
medidas realizadas de fluorescencia en estado estacionario, trabajamos a 
concentraciones muy bajas de coralina, entre 0,2 y 0,1 ppm en agua MilliQ, de 
forma que no hay presencia apreciable de dímeros. 
 
 Los datos de la figura 6.1.15.c nos permiten determinar la concentración 
micelar crítica del SDS (~ 8 mM), que coincide con el valor que aparece en la 
bibliografía. Es interesante destacar que en el caso del surfactante SDS, a 
concentraciones por debajo de la cmc, tenemos quenching de la fluorescencia. Y 
es que al no existir todavía formación de micelas, el efecto que sufre la coralina 
es quenching por donación de densidad electrónica de grupos sulfato del SDS. 
A concentraciones mayores de SDS, a las que se forman agregados premicelares 
y micelares ya a partir de la cmc, sí tenemos aumentos de fluorescencia, por 
incorporarse la coralina a un entorno más rígido y apolar, siendo más 
fluorescentes las moléculas de coralina incorporadas en las micelas que libres 
en la disolución acuosa, obteniéndose aumentos de fluorescencia.. En el caso del 
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SDS las interacciones electrostáticas son favorables para la incorporación de 
moléculas de coralina en las micelas, obteniéndose mayores aumentos de 
intensidad que en el caso de las micelas positivas. No existen desplazamientos 
significativos en la longitud de onda de emisión. 
 
 
         
      
Figura 6.1.15. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de SDS (rango de concentración hasta 17 mM) en agua MilliQ. b) y c) Representación 
de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de SDS. [Cor] entre 0,2 y 0,1 ppm. 
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Figura 6.1.16. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de SDS (rango de concentración hasta 100 mM) en agua MilliQ. b) y c) 
Representación de I–I0 de la coralina frente a la concentración de SDS. [Cor] entre 0,2 y 0,1 ppm. 
 
Se obtienen aumentos de fluorescencia hasta alcanzar un máximo de 
intensidad, pero que no se mantiene (figura 6.1.15.c), es decir, la fluorescencia 
va cayendo conforme aumenta la concentración de SDS. Este efecto se continúa 
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en la zona de concentración de SDS de hasta 100 mM (figura 6.1.16.c). Como 
comentaremos a continuación, en el apartado 6.1.3.3, las medidas de 
decaimiento de fluorescencia nos indican que aparece en el ajuste una 
exponencial con tiempo de vida del estado excitado muy corto (4,3 ns), que 
atribuimos a una población de moléculas de coralina no protegidas en micelas, 
que sufrirían quenching por aceptar densidad electrónica de grupos sulfato del 
SDS. Por otro lado, observar que no se detectan dímeros de coralina. 
 
Debido a que no se mantiene el máximo de intensidad, por existir este 
efecto adicional de quenching, no calcularemos en este ejemplo la constante de 
reparto Kp o de unión Kb, ya que no podemos asociar los cambios de intensidad 
de emisión directamente con la incorporación de la coralina en las micelas de 
SDS.  
 
 
6.1.3.2. Estudio de la protección frente al quencher yoduro 
 El estudio de quenching con aniones yoduro, cuyos datos se representan 
en la figura 6.1.17, también confirma una incorporación mayoritaria de las 
moléculas de coralina en las micelas con carga negativa de SDS, quedando 
protegidas frente a los iones yoduro presentes en la disolución. Así, en la figura 
6.1.17 se muestra prácticamente protección total ( I0/I ≈ 1). 
 
 
Figura 6.1.17. Desactivación de la coralina en presencia de cantidades crecientes de KI  en agua  
MilliQ ([cor] = 0,2 ppm)() y coralina en agua MilliQ en presencia de SDS ([cor] = 0,2 ppm, 
[SDS] = 0,011 M) () . 
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6.1.3.3. Medidas de decaimiento de fluorescencia; tiempo de vida del 
estado excitado 
Muestras 7.A. y 7.B del Anexo 6. Coralina 0,2 ppm + SDS 0,013 M y 0,100 M en 
agua MilliQ 
 
En estas muestras no partimos de dímero a esta concentración 0,2 ppm 
de coralina en agua. Al añadir una cantidad pequeña de SDS (0,013 M), 
podemos ajustar a una monoexponencial. Sin embargo a concentraciones de 
SDS más altas (0,100 M) aparece una pequeña contribución a la señal de una 
monoexponencial de tiempo de vida muy corto (4,3 ns) que atribuimos a 
quenching de moléculas de coralina no incorporadas a micelas, por donación de 
carga de grupos fosfato del SDS cargados negativamente. Ello explicaría que al 
aumentar la concentración de SDS no se mantenga el máximo de intensidad 
alcanzado en las figuras 6.1.15.c y 6.1.16.c. 
 
Muestra 7. C del Anexo 6. Coralina 3 ppm + SDS 0,02 M en agua MilliQ 
 
Partiendo de la existencia apreciable dedímeros de coralina en agua a la 
concentración 3 ppm, no detectamos una exponencial con tiempo de vida largo, 
es decir, no detectamos presencia de dímero al existir SDS en la disolución. 
Como veremos a continuación este resultado está en buena concordancia con 
los espectros vis-UV (Figura 6.1.21), en los que hemos observado el hecho 
interesante de que al añadir cantidades crecientes de SDS, aparece mucho más 
marcado el pico característico del monómero a 410 nm. Esto nos hace concluir 
que las interacciones electrostáticas con las micelas de SDS hace que se rompan 
de forma mayoritaria los dímeros abundantes presentes a 3 ppm, y los 
monómeros se incorporan en las micelas de SDS. Las interacciones 
electrostáticas con las cargas negativas favorecerán la incorporación de la 
coralina en las micelas de SDS. 
 
Aparece una pequeña contribución en el ajuste de la señal de una 
exponencial con tiempo de vida muy corto (~4 ns), que se corresponderá a la 
población de moléculas de coralina que no se han incorporado en micelas y 
sufren quenching por interacción con cargas negativas de SDS.  
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6.1.3.4. Microscopía confocal de fluorescencia 
 Las imágenes de microscopía confocal permiten visualizar micelas 
cargadas con moléculas de coralina, más fluorescentes en este entorno que las 
libres en la disolución acuosa. 
 
 
Figura 6.1.18. Imágenes de campo claro y microscopía confocal de fluorescencia de micelas de 
SDS  en presencia de coralina en agua MilliQ ([SDS] = 0,08 M; [cor] = 3 ppm). 
 
 
6.1.3.5. Medidas de potencial Z 
 La figura 6.1.19 muestra que el potencial Z obtenido para las micelas de 
SDS en agua, en ausencia de coralina, vale -69,5 mV. Este del mismo orden que 
el que aparece en la bibliografía, por ejemplo Manzo et al. [Manzo 2013]. Si 
estudiamos la misma muestra pero en presencia de coralina, el valor de 
potencial Z se hace más negativo, -74,9 mV. En principio, parece un resultado 
sorprendente el que, tras incorporarse cationes coralina, las micelas pasen a 
tener un potencial Z más negativo.  
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Figura 6.1.19. Imágenes del software utilizado en la determinación del potencial Z de una 
disolución de SDS en ausencia (a) y en presencia (b) de coralina. Ver concentraciones en el 
Anexo 5. 
 
En la figura 6.1.20 se representa esquemáticamente cuál podría ser la 
explicación de este hecho: al incorporarse moléculas de coralina en las micelas 
de SDS, se compensarán localmente las repulsiones electrostáticas entre las 
cabezas negativas de SDS en la micela, que pueden aproximarse entre sí (al fin 
a. 
b. 
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y al cabo las micelas son estructuras dinámicas), lo que se refleja en los valores 
más negativos de potencial Z medidos en presencia de coralina. Esto es justo lo 
contrario que se propuso en el caso de las micelas de TTAB (ver apartado 
6.1.1.5). 
  
Figura 6.1.20. Esquema de la incorporación de la coralina en la estructura micelar de SDS.  
 
 
6.1.3.6. Espectros de absorción vis-UV 
Los espectros de absorción vis-UV suministran una información 
interesante en este caso, que además está en concordancia con la interpretación 
de los resultados obtenidos para los tiempos de vida (apartado 6.1.3.3). 
 
 
 
 
Figura 6.1.21. Espectro de absorción de coralina 2 ppm en agua MilliQ en presencia de 
concentraciones crecientes de SDS (0 mM (⎯ ), 6,7 mM (⎯ ), 10 mM (⎯ ),13,3 mM (⎯ ), 16,7 
mM (⎯ ), 20 mM (⎯ ). 
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A 2 ppm partimos de una concentración alta de dímeros en la disolución 
acuosa. En las muestras que además contienen cantidades crecientes de SDS, la 
señal a 410 nm, que corresponde al monómero [Gough 1979, Megyesi 2009], 
aumenta de forma significativa, lo que implica que rompen dímeros. Ello será 
debido a las interacciones electrostáticas atractivas con las micelas de SDS. Así, 
esto mismo sucede en el caso de las otras estructuras organizadas estudiadas 
que también presentan carga negativa en la superficie: micelas de DPC 
(apartado 6.1.4.6) y liposomas de DPPC/COL (apartado 6.2.2.6).  
 
 
6.1.3.7  Comparación  con  berberina  y  SDS  
 Con fines comparativos, se repitió el experimento correspondiente a la 
figura 6.1.15, pero con berberina en lugar de coralina. Los resultados se 
muestran en la figura 6.1.22. 
 
La fluorescencia de la berberina en agua es muy baja, por lo que los 
cambios en la intensidad de fluorescencia en presencia de SDS dan aumentos 
relativos muy grandes (es decir, valores I0/I muy bajos), como se aprecia en la 
figura 6.1.22.b. Podemos determinar la cmc de SDS (8 mM) que coincide con el 
valor bibliográfico. Así como la berberina no interaccionaba con las micelas con 
carga positiva de TTAB (apartado 6.1.1.7), sí lo hace con las micelas SDS, lo que 
se refleja en los aumentos de intensidad de fluorescencia obtenidos. Ello 
significa que se incorporará en estas micelas, de forma que la molécula es más 
fluorescente en este entorno que libre en la disolución. 
 
Es interesante observar en la figura 6.1.22.c que el máximo de intensidad 
alcanzado no se mantiene, y la intensidad va decayendo al ir aumentando la 
concentración de SDS. Por similitud con lo que ocurre en el caso de la coralina, 
atribuimos esta caída a quenching producido por el SDS sobre moléculas de 
berberina. De hecho, Iwunze et al. estudian el mecanismo por el que el SDS 
produce quenching sobre la fluorescencia de la berberina en etanol 
(transferencia electrónica) [Iwunze 2001].  
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Figura 6.1.22. a) Espectros de emisión de berberina (⎯ )  en presencia de cantidades crecientes 
de SDS (de concentración entre 0 y 17 mM) en agua MilliQ. b) y c) Representación de I0/I e I – I0 
de la berberina frente a la concentración de SDS. [Berb] entre 1 y 0,5 ppm. 
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6.1.4. Estudio de la interacción entre coralina y micelas de DPC en 
agua MilliQ 
 
6.1.4.1. Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
Se muestran a continuación los espectros de emisión de fluorescencia de 
la coralina en presencia de cantidades crecientes de DPC.  
     
                           
 
Figura 6.1.23. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de DPC (rango de concentración hasta 2,6 mM) en agua MilliQ. b) y c) 
Representación de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de DPC. [Cor] entre 0,2 y 0,1 
ppm. 
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Figura 6.1.24. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de DPC (rango de concentración hasta 18 mM) en agua MilliQ. b) y c) Representación 
de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de DPC y ajuste no lineal de los datos (⎯ ). 
d) Representación de 1/(I–I0) de la coralina frente a la inversa de la concentración de DPC y 
ajuste lineal de los datos (⎯ ). [Cor] entre 0,2 y 0,1 ppm. 
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La figura 6.1.23 corresponde a la zona más diluida de trabajo, hasta 2,6 
mM, y permite obtener el valor de la concentración micelar crítica (cmc = 1,1 
mM, figura 6.1.23.c), valor que coincide con el dato bibliográfico (cmc = 1,15 
mM, [Aroti 2007]).   
 
En el Anexo 2 pueden compararse las gráficas de I0/I para TTAB, CTAB, 
SDS y DPC. Observamos que en el caso de DPC, para llegar al límite asintótico 
de saturación, es necesario trasladarse a una región más concentrada, hasta 70 
mM. Esto sugiere que las micelas de DPC son más “compactas”, encontrando la 
coralina más dificultad para incorporarse en ellas. El número de agregación 
promedio de las micelas de DPC es nag = 56 [Lauterwein 1979, Tieleman 2000] 
Este valor es del mismo orden que para el SDS (nag = 65) [Anachkov 2012] y 
TTAB (nag = 75) [Rodríguez 2009]. Sucede que la molécula de DPC es neutra,  
su cabeza polar es zwitteriónica (figura 3.1.3), estableciéndose fuertes 
interacciones dipolo-dipolo entre las cabezas zwitteriónicas, lo que dificultará la 
incorporación de la coralina. 
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Figura 6.1.25. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de DPC (rango de concentración hasta 70 mM) en agua MilliQ. b) y c) Representación 
de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de DPC y ajuste no lineal de los datos (⎯ ). 
d) Representación de 1/(I–I0) de la coralina frente a la inversa de la concentración de DPC y 
ajuste lineal de los datos (⎯). [Cor] entre 0,2 y 0,1 ppm. 
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A diferencia de lo que sucedía con el TTAB, CTAB y SDS, se mantiene en 
el caso de la DPC el plato de intensidad en la figura 6.1.25.c (región más 
concentrada, hasta 70 mM), lo que hace posible la determinación de la constante 
de reparto Kp y unión Kb para proceso de incorporación de la coralina a las 
micelas de DPC. El valor de la constante de reparto Kp puede determinarse 
mediante la representación de los datos tanto utilizando ajuste no lineal 
(ecuación 4.5, figura 6.1.25.c) como lineal (ecuación 4.6, figura 6.1.25.d), 
presentando menos imprecisión matemática el ajuste no lineal, que es preferido 
en la bibliografía. También a partir de esos mismos datos experimentales se ha 
calculado la constante de unión Kb realizando tanto el ajuste no lineal como el 
lineal (ecuaciones 4.22 y 4.25, respectivamente)(a). 
 
Los resultados de estos ajustes aparecen en la tabla 6.1. Observar que el 
cálculo concuerda bastante bien con el realizado en la región de concentración 
hasta 17 mM (figuras 6.1.24.c y 6.1.24.d)  en la que no se llega al límite de 
saturación de intensidad. Y es que, como se muestra en la figura 6.1.26, hay 
buena concordancia entre los datos de intensidad correspondientes a los dos 
experimentos diferentes realizados en ambos rangos de concentración (se 
comparan gráficas 6.1.24.b y 6.1.25.b realizando una única representación en la 
figura 6.1.2.6). 
 
Es más correcto el valor calculado en el rango de concentraciones de DPC 
hasta 70 mM, pues se alcanza más claramente la saturación de la señal. 
 
                                                
(a) En el cálculo de la constante de unión Kb hemos considerado D = εAB/εB  ≈ 1. Ver la 
justificación en el apartado 6.1.4.6. 
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Figura 6.1.26. Comparación e los datos I0/I de los experimentos diferentes realizados con 
coralina en presencia [DPC] hasta 18 mM () y [DPC] hasta 70 mM () en agua MilliQ. [Cor] 
entre 0,2 y 0,1 ppm. 
 
Se incluyen en la Tabla 6.1 los valores de ΔImax/I0 y de la constante C =  
Imax/I0  que aparece en la ecuación (4.27) de Stern-Volmer “ampliada a 
aumentos” (ver su significado en el capítulo 4). 
 
 
Ajuste no lineal 
Ajuste lineal 
(“representación doble 
recíproca”) 
 ΔImax/I0 Kp C Kb ΔImax/I0 Kp C Kb 
Hasta 70 
mM   2,45 287 3,45 95 2,58 227 3,58 75 
Hasta 18 
mM 1,77 281 2,77 93 1,75 303 2,75 100 
 
Tabla 6.1. Valores de las constantes de reparto Kp y de unión Kb para coralina y DPC 
Resultados en agua MilliQ. 
 
En el Anexo 3 se recogen todos los ejemplos en los que se han calculado 
constantes de reparto Kp y de unión Kb, para facilitar la comparación de 
resultados. 
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6.1.4.2. Estudio de la protección frente al quencher yoduro 
En la figura 6.1.27 se presentan los datos obtenidos para la coralina en 
ausencia y en presencia de micelas de DPC. Se comprueba que la coralina se 
encuentra protegida frente al quencher ión yoduro cuando existen micelas de 
DPC en la disolución. 
 
 
Figura 6.1.27. Desactivación de la coralina en presencia de cantidades crecientes de KI en agua  
MilliQ ([cor] = 0,2 ppm)() y coralina en agua MilliQ en presencia de DPC ([cor] = 0,2 ppm, 
[DPC] = 0,011 M) () . 
 
En el Anexo 4.A se pueden comparar todos los casos mostrados en este 
capítulo, y vemos que la protección es menor que para los otros ejemplos. Esto 
está de acuerdo con lo que hemos comentado anteriormente; las micelas de 
DPC son más “compactas”, debido a las interacciones establecidas entre las 
cabezas zwitteriónicas, encontrando la coralina más dificultad para 
incorporarse en ellas. 
 
 
6.1.4.3. Medidas de decaimiento de fluorescencia; tiempo de vida del 
estado excitado 
Muestras 8.A. y 8.B del Anexo 6. Coralina 0,2 ppm + DPC 0,013 M y 0,033 M en 
agua MilliQ 
 
A concentración 0,2 ppm de coralina en agua MilliQ no se detectaba 
presencia de dímeros (muestra 1.B del Anexo 6). Ahora trabajamos en presencia 
de DPC, a concentración 0,013 M (muestra 8.A del Anexo 6) o bien 0,033 M 
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(muestra 8.B del Anexo 6), por encima de la cmc. En ambos casos ajustamos a 
una monoexponencial, y el tiempo de vida del estado excitado obtenido es 9,4 
ns. A diferencia del TTAB y SDS, no aparece para DPC en el ajuste una segunda 
exponencial con tiempo de vida muy corto (del orden de 4 ns, que asignaríamos 
a quenching por donación de carga negativa al catión coralina). Este resultado 
está de acuerdo con que en la Figura 6.1.25c se mantiene el máximo de intensiad 
alcanzado, lo que no sucede en los casos de micelas de TTAB y SDS. La DPC a 
no tiene por tanto tendencia a la donación de densidad electrónica hacia el 
catión coralina, a pesar de tener valores de potencial Z negativos, y es que la 
cabeza polar de la DPC es zwitteriónica, encontrándose la carga negativa 
compensada por la carga positiva. 
 
Muestra 8.C del Anexo 6. Coralina 3 ppm + DPC 0,02 M en agua MilliQ 
 
Cuando partimos de dímeros de coralina a la concentración de 3 ppm en 
agua MilliQ, al adicionar DPC obtenemos que se rompen dímeros (no aparece 
el tiempo de vida largo del orden de 35 ns que asignábamos al dímero). 
Concluimos que la coralina se incorpora como monómero en las micelas de 
DPC. La desaparición de dímeros al aumentar la concentración de DPC la 
observamos también con claridad en los espectros vis-UV, puesto que aumenta 
de forma marcada el hombro característico del monómero al aumentar la 
concentración de DPC (figura 6.1.32), de forma similar a lo que sucedía con el 
SDS. Y es que, como veremos a continuación en el apartado 6.1.4.5, las cabezas 
zwitteriónicas de la DPC en agua tienen tendencia a exponer la carga negativa 
del dipolo hacia la superficie a temperatura ambiente (figura 6.1.30a). 
 
 A diferencia de lo que sucede con SDS, no se llega a detectar una 
exponencial con tiempo de vida muy corto. Como hemos indicado, las cabezas 
zwitteriónicas de la DPC no tienen tanta tendencia a donar densidad de carga 
negativa al catión coralina como el ión yoduro, bromuro o SDS. De hecho, 
según hemos visto para la DPC, en la gráfica 6.1.25.c se mantiene el plato de 
intensidad de fluorescencia, a diferencia de lo que sucedía con SDS (figuras 
6.1.15 y 6.1.16). 
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6.1.4.4. Microscopía confocal de fluorescencia 
De nuevo, las imágenes de microscopía confocal de fluorescencia (figura 
6.1.28) confirman la incorporación de moléculas de coralina en las micelas de 
DPC, siendo mayor su fluorescencia en este entorno que libres en la disolución. 
 
               
 
 
 
 
 
 
Figura 6.1.28. Imágenes de campo claro y microscopía confocal de fluorescencia de micelas de 
DPC  en presencia de coralina en agua MilliQ. ([DPC] = 0,08 M; [cor] = 3 ppm). 
 
 
 
6.1.4.5. Medidas de potencial Z 
 Obtenemos para el potencial Z correspondiente a las micelas de DPC en 
agua (figura 6.1.29), a temperatura ambiente (20ºC), un valor negativo (-3,5 
mV). A pesar de ser la DPC una molécula neutra en agua, es sabido que las 
cabezas polares zwitteriónicas tienen a orientarse con la parte negativa hacia el 
exterior de la disolución (figura 6.1.30a), en agua y a temperatura ambiente, por 
lo que se miden valores de potencial Z ligeramente negativos. Otros autores 
también obtienen valores negativos del mismo orden para el potencial Z para 
las micelas de DPC en agua [Manzo 2013]. Makino et al. han estudiado cómo 
influye el aumento de la fuerza iónica o el aumento de temperatura en la 
orientación de estas cabezas zwitteriónicas, y por tanto,en el valor del potencial 
Z (figura 6.1.30) [Makino 1991]. 
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Figura 6.1.29. Imágenes del software utilizado en la determinación del potencial Z de una 
disolución de DPC en ausencia (a) y en presencia (b) de coralina. Ver concentraciones en el 
Anexo 5. 
 
 
 
 
 
 
a. 
b. 
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Figura 6.1.30. Cambios en la orientación de las “cabezas” zwitteriónicas de la fosfatidilcolina en 
la superficie de los liposomas en condiciones de a) baja, b) media y c) alta fuerza iónica (figura 
tomada de [Makino 1991]). 
 
 En presencia de coralina, el potencial Z es menos negativo (-0,7 mV). 
Representamos en la figura 6.1.31 esquemáticamente cómo sería la 
incorporación de las moléculas de coralina en estas micelas: la repulsión 
electrostática con las cargas positivas de la coralina tenderá a cambiar la 
orientación de las cabezas zwitteriónicas, en las proximidades de las moléculas 
de coralina incorporadas en las micelasde DPC, exponiendo la parte positiva 
hacia el exterior y la parte negativa hacia la coralina.  
 
 
Figura 6.1.31. Esquema de la incorporación de la coralina en la estructura micelar de DPC.  
a) 
b) 
c) 
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6.1.4.6. Espectros de absorción vis-UV 
De forma interesante, el resultado que obtenemos en los espectros de 
absorción vis-UV es similar al obtenido con micelas de SDS (apartado 6.1.3.6). 
El hombro característico del monómero, a 410 nm [Gough 1979, Megyesi 2009], 
aumenta de forma marcada para muestras conteniendo concentraciones 
crecientes de DPC. Ello implica que las interacciones con las micelas de DPC 
rompen de forma apreciable dímeros de coralina. Hemos obtenido este 
resultado trabajando con DPC en dos rangos de concentraciones, hasta 16 ó 40 
mM (figura 6.1.32, a) y b) respectivamente). 
 
La desaparición de dímeros al aumentar la concentración de DPC 
concuerda con los resultados que obtenemos en las medidas de decaimiento de 
fluorescencia (apartado 6.1.4.3). 
 
 
  
Figura 6.1.32. a) Espectro de absorción de coralina en agua MilliQ en presencia de 
concentraciones crecientes de DPC (0 mM (⎯ ), 5,3 mM (⎯ ), 10,7 mM (⎯ ), 13,3 mM (⎯ ), 16 
mM (⎯ ). b) Espectro de absorción de coralina 3 ppm en agua MilliQ en presencia de 
concentraciones crecientes de DPC (0 mM (⎯ ), 13,3 mM (⎯ ), 26,7 mM (⎯ ), 33,3 mM (⎯ ), 
40 mM (⎯ ). [Cor] = 2 ppm. 
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 Biver et al. [Biver 2010], que estudian la incorporación de la coralina en 
ARN, afirman que, a una concentración en que la coralina se encuentra 
formando agregados, al incorporarse en el ARN lo hace en forma de monómero 
(intercalación), basando su resultado en los espectros vis-UV. 
 
Se debe hacer notar que si quisiéramos obtener la constante de reparto Kp 
o de unión Kb a partir de medidas de absorbancia, (apartados 4.1.2 y 4.2.2) 
deberíamos trabajar a concentraciones de coralina en agua del orden de tan solo 
0,2 ppm, ya que en este cálculo se debe evitar la presencia de dímeros. La 
ruptura de dímeros por la DPC afectaría a la intensidad de los espectros. 
Desafortunadamente a concentraciones de coralina tan bajas como 0,2 ppm, la 
intensidad de los espectros de absorción vis-UV no es suficiente como para 
registrar variaciones de intensidad significativas. Sin embargo sí hemos podido 
realizar el cálculo de constantes Kp o Kb a partir de las medidas de 
fluorescencia(b) (apartados 4.1.1 y 4.2.1 respectivamente). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                                                
(b) No deben ocasionar confusión las gráficas de la figura 6.1.32, en las que se ven cambios 
significativos en los espectros de absorción vis-UV al aumentar la concentración de DPC. Estas 
gráficas corresponden a una situación experimental (concentración de coralina 3 ppm en agua) 
en la que tenemos una mezcla de monómeros y dímeros, ambas especies en cantidades 
apreciables y, como hemos explicado, los aumentos de intensidad en estos espectros se 
justifican por la ruptura de dímeros en favor de la aparición de monómeros al ir aumentando la 
concentración de DPC. Sin embargo, en las condiciones experimentales en las que hemos 
calculado Kp y Kb por medidas de fluorescencia (concentración de coralina 0,2 ppm en agua, 
apartado 6.1.4.2) podemos considerar que prácticamente sólo tenemos monómeros en solución. 
Y así, asociamos los aumentos de intensidad en los espectros de emisión de fluorescencia a la 
incorporación de moléculas de coralina en las micelas de DPC. En estas condiciones, podemos 
considerar en el cálculo Kb que D ≈ 1, donde D representa el cociente de coeficientes de 
extinción molar de coralina en las micelas y coralina libre (D= εAB/εB).  
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6.2. Estudio de la interacción entre coralina y liposoma 
   Se presentan a continuación los resultados del estudio de la interacción 
de coralina y liposomas DPPC o bien DPPC/COL (en la proporción 5.065 mg/1 
mg, es decir, en la proporción 4 moles/1,5 moles). La preparación de las 
disoluciones de liposomas se llevó a cabo con el protocolo detallado en la parte 
experimental (apartado 3.1.2.1).  
 
En cuanto a la realización de las medidas de fluorescencia en estado 
estacionario, los liposomas son los únicos ejemplos cuyas medidas se realizaron 
en tampon pH 7,4 en vez de en agua MilliQ. Se consideró que los resultados 
obtenidos con liposomas podían ser de más utilidad o interés trabajando a pH 
7,4, por ser habituales en la literatura científica los estudios relacionados con 
liposomas en condiciones de pH fisiológico. Sin embargo, aun trabajando a una 
concentración de coralina muy baja (0,1 ppm) en tampon, debido a la fuerza 
iónica del medio, deberemos asumir que habrá presencia de dímeros de 
coralina, como nos mostrarán las medidas de decaimiento de fluorescencia.  
 
No debemos trabajar a concentraciones por debajo de 0,1 ppm (buscando 
minimizar la presencia de dímeros), porque se debe evitar que el fenómeno de 
dispersión de la luz (provocado por la presencia de partículas de un 
considerable tamaño, como son los liposomas) sea una contribución importante 
respecto a la señal poco intensa de emisión de fluorescencia que se registraría.  
 
 
6.2.1. Estudio de la interacción entre coralina y liposomas de 
DPPC en tampon (pH 7,4) 
 
6.2.1.1. Caracterización de los liposomas por AFM y DLS 
Los liposomas de DPPC preparados en el laboratorio fueron 
caracterizados por las técnicas de AFM y DLS (figuras 6.2.1 y 6.2.2, 
respectivamente). 
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Figura 6.2.1. Imagen de AFM de liposomas de DPPC y perfil de alturas de las partículas. 
 
 En la imagen de AFM obtenida se aprecia una cierta heterogeneidad, a la 
que está sujeto el método de preparación de liposomas habitualmente. El perfil 
de alturas que se marca en la figura nos muestra un tamaño de partícula que 
coincide con el tamaño promedio obtenido mediante caracterización por DLS 
(aproximadamente 50 nm). En el estudio de DLS también se detecta presencia 
de agregados mucho mayores, correspondiente a liposomas que han sufrido 
agregación (figura 6.2.2). Hay que tener en cuenta que las vesículas 
unilamelares pequeñas (SUV), que son las obtenidas por sonicación, como es 
nuestro caso, son menos estables frente a la agregación al tener una curvatura 
superficial elevada, comparado con las vesículas unilamelares grandes (LUV), 
que son las obtenidas por extrusión. Por este motivo, en nuestros experimentos 
se han preparado suspensiones de liposomas frescas para cada una de las 
pruebas, evitando su almacenaje. (Los liposomas SUV provocan menos 
dispersión, lo cual es una ventaja frente a la obtención de espectros de 
fluorescencia). 
 
Por otro lado, respecto a la heterogeneidad de la muestra, hay que tener 
en cuenta que dado que la técnica de DLS se basa en la dispersión de la luz, sólo 
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unos pocos agregados con tamaño grande pueden dar lugar a mucha 
dispersión de la luz, y por tanto a alta intensidad en la gráfica DLS. 
 
 
 
 
Figura 6.2.2. Perfil DLS de la disolución de DPPC en tampon pH 7,4 a 25 ºC ([DPPC] = 2 mM). 
 
 
6.2.1.2. Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
 La figura 6.2.3a muestra  los espectros de emisión de la coralina en 
tampon pH 7,4, en ausencia y en presencia de cantidades crecientes de 
liposomas DPPC. Se observa, como en casos anteriores, que únicamente varía la 
intensidad de emisión, sin obtener desplazamiento significativo en la posición 
de la señal. 
 
Como se indicó en la parte experimental, se corrigió la dispersión 
producida por los liposomas, restando la señal correspondiente a disoluciones 
de las mismas concentraciones de DPPC en tampon a pH 7,4 pero sin coralina.  
 
Para determinar coeficientes de partición se debe especificar la 
concentración de lípido. En el caso de vesículas unilamelares pequeñas (SUV), 
se considera habitualmente que en la parte externa, que es accesible al 
fluoróforo, se encuentra el 60% del lípido [Coutinho 1995, Beschiaschvili 1990]. 
Por ello en las figuras 6.2.3.b, 6.2.3.c y 6.2.3.d hemos representado en el eje x la 
concentración de lípido multiplicado por 0,6 (en el caso de liposomas de mayor 
tamaño LUV, que no es nuestro caso, en la bibliografía se consideraría que el 
50% de lípido está disponible en la parte externa del liposoma [Coutinho 2003]). 
 
 
 
 
Peak 1: 51.08 nm 
(58.2% intensity) 
 6. Estudio de la interacción entre el fluoróforo coralina y distintas estructuras moleculares auto-organizadas en disolución 
 
194 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 6.2.3. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de DPPC (rango de concentración hasta 2,4 mM) en tampon pH 7,4. b) 
Representación de I–I0 de la coralina frente a la concentración de DPPC y ajuste no lineal de los 
datos (⎯ ). d) Representación de 1/(I–I0) de la coralina frente a la inversa de la concentración de 
DPPC y ajuste lineal de los datos (⎯ ). [Cor] = 0,1 ppm. 
 
0 
50000 
100000 
150000 
200000 
250000 
300000 
400 450 500 550 600 650 
In
te
n
si
d
a
d
 d
e
 f
lu
o
re
sc
e
n
ci
a
  
  
 
(u
. 
a
.)
 
Longitud de onda (nm) 
(a) 
y = 2E-09x + 9E-06 
R² = 0,994 
0,00E+00 
5,00E-06 
1,00E-05 
1,50E-05 
2,00E-05 
2,50E-05 
3,00E-05 
0 2000 4000 6000 8000 
1
 /
 (
I 
- 
I 0
) 
1 / 0,6[DPPC] 
(d) (c) 
0,55 
0,65 
0,75 
0,85 
0,95 
1,05 
0,0 0,5 1,0 1,5 2,0 2,5 
I 0
 /
 I
 
0,6 [DPPC] mM 
(b) 
6. Estudio de la interacción entre el fluoróforo coralina y distintas estructuras 
moleculares auto-organizadas en disolución  
  
195 
En la figura 6.2.3.c se obtiene una típica curva de reparto, en la que se 
alcanza el plato de intensidad. Para el cálculo de la constante de reparto Kp y de 
unión Kb se ha realizado el ajuste de los datos tanto mediante el ajuste no lineal 
(ecuación 4.5, figura 6.2.3.c) como lineal (ecuación 4.6, figura 6.2.3.d), 
presentando menos imprecisión matemática el ajuste no lineal, que es el 
preferido en la bibliografía. Los resultados aparecen en la tabla 6.2. 
 
 
Ajuste no lineal 
Ajuste lineal 
(“representación doble 
recíproca”) 
ΔImax/I0 Kp C Kb ΔImax/I0 Kp C Kb 
0,86 6408 1,86 4416 0,85 6531 1,85 4500 
 
Tabla 6.2. Valores de las constantes de reparto Kp y de unión o asociación K para 
coralina y DPPC. Resultados en tampon pH 7,4. 
 
Las constantes de reparto y unión son mucho mayores para liposomas de 
DPPC que en el caso de micelas de DPC. Este es un resultado general, ya que la 
estructura dinámica de las micelas hace que éstas sean menos eficaces que los 
liposomas para el encapsulado de sustancias [Uchegbu 2013]. Sin embargo, 
como se comentó en la introducción, en el apartado 2.3.7, ello no quiere decir 
que no sea interesante la utilización de micelas en el transporte y liberación 
controlada de fármacos, pues debido a su pequeño tamaño pueden tener buena 
penetración y acumulación de forma “pasiva” en zonas tumorales [Torchilin 
2005]. 
 
 
6.2.1.3. Estudio de la protección frente al quencher yoduro 
 El resultado de la presencia de cantidades crecientes de yoduro de 
potasio en tampon a pH 7,4 sobre la fluorescencia de la coralina, en ausencia y 
en presencia de DPPC, se muestra en la figura 6.2.4. 
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Figura 6.2.4. Desactivación de la coralina en presencia de cantidades crecientes de KI en tampon 
pH 7,4 ([cor] = 0,1 ppm) () y coralina en tampon pH 7,4 en presencia de DPPC ([cor] = 0,1 
ppm, [DPPC] = 2,5 mM) () . 
 
 Se obtiene un ajuste lineal en la gráfica de Stern-Volmer, al ser constante 
la fuerza iónica, y con menor pendiente que en el caso de agua MilliQ. En 
cuanto a los estudios de quenching en tampon, se debe indicar que el ión 
yoduro es un quencher poco eficaz, al estar los iones yoduro interaccionando o 
rodeados de iones de signo contrario en el medio tamponado. 
Consecuentemente la protección por la presencia de liposomas es menos 
notoria en tampon que en agua. 
 
 
6.2.1.4. Medidas de decaimiento de fluorescencia; tiempo de vida del 
estado excitado 
Muestra 9.A del Anexo 6. Coralina 0,1 ppm + DPPC 3,33 mM en tampon pH 7,4 
 
A concentración 0,1 ppm de coralina en tampon pH 7,4 se detectaba 
presencia de dímeros con tiempo de vida 42 ns, que a 476 nm contribuían un 4 
% a la señal (muestra 2.A del Anexo 6). La formación de dímeros en tampon, 
aun a concentraciones tan bajas de coralina 0,1 ppm, es debida a la mayor 
fuerza iónica respecto al agua MilliQ, por la presencia de los iones del tampon. 
En la muestra 9.A hay presente DPPC en concentración 3,33 mM. Observamos 
que tampoco es adecuado el ajuste monoexponencial, es necesario incluir una 
segunda exponencial con tiempo de vida largo que asignamos a la presencia de 
y = 186.28x + 0.9884 
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y = 142,9x + 1,014 
R² = 0,99311 
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los dímeros, cuya contribución a la señal a 476 nm es un 4%, mismo valor que 
en ausencia de DPPC.  
 
Muestra 9.B del Anexo 6. Coralina 2,5 ppm + DPPC 3,33 mM en tampon pH 7,4 
 
Se parte de alta concentración de dímeros de coralina a la concentración 
de 2,5 ppm en tampon pH 7,4 (48,6 % de la señal a 476 nm corresponde a los 
dímeros, muestra 2.B en el Anexo 6). Si se añade DPPC en concentración 3,33 
mM, obtenemos que apenas cambia esta proporción (47,5 %). 
 
 
6.2.1.5. Medidas de potencial Z (en agua MilliQ) 
   Para las medidas de potencial Z, con fines comparativos al resto de 
ejemplos, hemos estudiado los liposomas en agua MilliQ. Obtenemos valores 
de potencial Z en agua ligeramente negativos (-0,5 mV). Este resultado es 
coherente con la bibliografía [Wiedmer 2001, Pincet 1999]. Las cabezas 
zwitteriónicas están orientadas, tal como dijimos en el apartado 6.1.4.5 para la 
DPC, con la parte negativa hacia el exterior (figura 6.1.30). 
 
En presencia de coralina el valor se vuelve significativamente más 
positivo, lo que justificamos en la representación esquemática de la figura 6.2.6. 
En la zona en que se incorpore la molécula de coralina, las cabezas 
zwitteriónicas se orientarán exponiendo las cargas positivas hacia el exterior, 
por la repulsión electrostática con la carga permanente de la coralina. 
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Figura 6.2.5. Imágenes del software utilizado en la determinación del potencial Z de una 
disolución de DPPC en ausencia (a) y en presencia (b) de coralina. Ver concentraciones en el 
Anexo 5. 
 
 
a. 
b. 
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Figura 6.2.6. Esquema de la incorporación de la coralina en la estructura liposomal de DPPC.  
 
 
 
6.2.2. Estudio de la interacción entre coralina y liposomas de 
DPPC/Colesterol en tampon (pH 7,4) 
Es interesante estudiar el efecto que produce el colesterol en los 
liposomas, ya que los liposomas tienen interés como modelos en estudios de 
membranas celulares. Los fosfolípidos más abundantes en las membranas 
celulares eucarióticas son las fosfatidilcolinas y las esfingomielinas, que 
constituyen más del 50% de las membranas celulares. Además de estos lípidos 
zwitteriónicos, el colesterol es un componente esencial en estas membranas, 
necesario para la viabilidad y proliferación celular [Yeagle 1993]. El colesterol 
influye en las propiedades de las membranas, así, aumenta el orden 
orientacional y reduce la velocidad de movimiento de las cadenas 
hidrocarbonadas de los fosfolípidos. Un mayor orden en la membrana hace que 
la membrana lateralmente sea más compacta, con mayor densidad de 
empaquetamiento de los fosfolípidos, lo que aumenta la resistencia mecánica 
[Ohvo-Rekila 2002]. 
 
La molécula de colesterol consta de esqueleto de 4 anillos fusionados, 
con un grupo hidroxilo en el carbono 3, un doble enlace entre los carbonos 5 y 
6, y una cadena hidrocarbonada en el carbono 17 (apartado 3.1.1, figura 3.1.3) 
(en configuración β) [Bittman 1997]. El grupo hidroxilo en el colesterol es 
importante, pues le da el carácter anfifílico a una molécula que de otro modo 
sería hidrofóbica, y por tanto orienta a las moléculas en las membranas o 
determina las interacciones con otras moléculas presentes en las membranas. El 
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colesterol se orienta en una bicapa de fosfolípidos con el grupo polar OH hacia 
la fase acuosa, y el esqueleto esteroide hidrofóbico en disposición paralela, que 
queda enterrado en las cadenas hidrocarbonadas de los fosfolípidos (figura 
6.2.7, [Ohvo-Rekila 2002]). Ambas moléculas experimentan agitación térmica, 
pero en promedio, el colesterol se asocia con los 8-10 primeros átomos de la 
fosfatidilcolina. Ya que la fosfatidilcolina tiene capacidad aceptora de 
hidrógeno, puede formar enlace de hidrógeno con el grupo hidroxilo del 
colesterol. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                                                     
Figura 6.2.7. a) Estructura estructura molecular de 1-estearoil-2-oleoil-sn-glicero-3-fosfocolina 
(SOPC) y b) representación de la interacción  SOPC y colesterol.  
(Figura tomada de [Ohvo-Rekila 2002]). 
 
 
6.2.2.1. Caracterización de los liposomas por DLS y AFM 
La figura 6.2.8 muestra la imagen de AFM correspondiente a la 
disolución de liposomas de DPPC/COL preparados en el laboratorio (apartado 
3.1.2.1), en proporción DPPC:COL = 4:1,5 en moles, es decir, 5,065:1 en gramos. 
 
(a) (b) 
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Figura 6.2.8. Imagen de AFM de liposomas de DPPC/COL y perfil de alturas de las partículas. 
 
Como muestran la imagen de AFM (figura 6.28) y la gráfica de DLS 
(figura 6.2.9), la heterogeneidad es mucho menor que en el caso de los 
liposomas de fosfolípido sin colesterol. Además obtenemos un valor más 
elevado para el diámetro de estos liposomas, entre 90 y 100 nm. Estos 
resultados están son coherentes con lo que hemos comentado anteriormente: es 
sabido que el colesterol aporta rigidez a las bicapas lipídicas. Además, por otro 
lado, como veremos en el apartado 6.2.2.5, el potencial Z se hace muy negativo 
por la presencia de colesterol, lo que aumenta la repulsión entre los liposomas 
DPPC/COL y por tanto aumenta su estabilidad. 
 
 
 
 
Figura 6.2.9. Perfil DLS de la disolución de DPPC/COL en tampon pH 7,4 a 25 ºC ([DPPC] = 2 
mM). 
 
 
Peak 1: 86.99 nm 
(93.1% intensity) 
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6.2.2.2. Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
 La figura 6.2.1.a muestra los espectros de emisión de la coralina en 
tampon en presencia de cantidades crecientes de DPPC/COL. Se observa, como 
en casos anteriores, que únicamente varía la intensidad de emisión, sin cambios 
significativos en la posición de las señales. 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
          
Figura 6.2.10. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de DPPC/COL (rango de concentración hasta 2,4 mM) en tampon pH 7,4. b) 
Representación de I–I0 de la coralina frente a la concentración de DPPC/COL y ajuste no lineal 
de los datos (⎯ ). d) Representación de 1/(I–I0) de la coralina frente a la inversa de la 
concentración de DPPC/COL y ajuste lineal de los datos (⎯ ). [Cor] = 0,1 ppm. 
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Al igual que en el caso de liposomas de DPPC, para las medidas con 
liposomas de DPPC/COL se corrigió la dispersión producida por los 
liposomas, que es mayor por el mayor tamaño de los liposomas. Y se consideró 
igualmente que el  60% del lípido está en la semiestructura externa del 
liposoma, accesible al fluoróforo. 
 
Se calcularon las constantes de reparto Kp y de unión Kb mediante el 
ajuste no lineal (ecuación 4.5, figura 6.2.10.c) y lineal (ecuación 4.6, figura 
6.2.10.d), presentando menos imprecisión matemática el ajuste no lineal, 
preferido en la bibliografía. Los resultados aparecen en la tabla 6.3. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
             
  
 
 
Tabla 6.3. Valores de las constantes de reparto Kp y de unión  Kb para coralina y 
DPPC/COL. Resultados en tampon pH 7,4. 
 
Si comparamos los resultados obtenidos para DPPC sin y con colesterol, 
obtenemos constantes de reparto Kp y de unión Kb algo mayores en el caso de 
los liposomas conteniendo colesterol. Esto es coherente con la estructura más 
ordenada de las bicapas que tienen incorporado colesterol. Además la 
interacción de coralina con colesterol  también puede facilitar su incorporación 
en el liposoma. 
 
 Por otro lado, ΔImax representa un valor hipotético: el aumento de 
fluorescencia que se obtendría en el caso de que todas las moléculas del 
fluoróforo fuesen incorporadas en las estructuras auto-organizadas en solución. 
Un valor mayor de ΔImax se puede relacionar con un entorno más apolar, es 
decir, una penetración más profunda en las estructuras. Obtenemos valores 
menores de ΔImax para liposomas de DPPC y DPPC/COL que para micelas 
DPC (ver comparativa en Anexo 3). Pues bien, es razonable considerar que la 
penetración de la coralina sea más interna en las micelas, ya que las micelas son 
Ajuste no lineal 
Ajuste lineal 
(“representación doble 
recíproca”) 
ΔImax/I0 Kp C Kb ΔImax/I0 Kp C Kb 
0,33 7348 1,33 5063 0,38 7257 1,38 5000 
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estructuras más abiertas. En el caso de liposomas conteniendo colesterol 
obtenemos el valor más pequeño de ΔImax, lo que puede ser debido a que la 
coralina establezca interacciones con las moléculas de colesterol. 
 
 
6.2.2.3. Estudio de la protección frente al quencher yoduro 
 A la vista de los resultados, mostrados en la figura 6.2.11 y Anexo 4, la 
protección frente al ión yoduro es muy similar para liposomas de DPPC y 
DPPC/COL, y no muy marcada, como se indicó en el apartado 6.2.1.3, debido a 
que la eficacia del quenching del ión yoduro en medio tamponado no es 
grande, al estar los iones yoduro interaccionando o rodeados de iones de signo 
contrario del tampon. 
 
 
Figura 6.2.11. Desactivación en tampon pH 7,4, de la coralina en presencia de cantidades 
crecientes de KI ([cor] = 0,1 ppm) () y en presencia de DPPC/col ([cor] = 0,1 ppm, [DPPC/col] 
= 2,5 mM) (). 
 
 
6.2.2.4. Medidas de decaimiento de fluorescencia; tiempo de vida del 
estado excitado 
Muestras 10.A. y 10.B del Anexo 6. Coralina 0,1 ppm y 2,5 ppm + 
DPPC/Colesterol 3,33 mM en tampon pH 7,4 
 
Se aprecia una diferencia significativa entre los liposomas DPPC y 
DPPC/COL son similares, salvo que se aprecia una diferencia significativa, y es 
el menor porcentaje de dímeros en tampon en la muestra 10.B, comparado con 
la muestra 9.B, sin colesterol (así, la contribución de los dímeros a la señal a 476 
y = 186,28x + 0,9884 
R² = 0,99693 
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R² = 0,99664 
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nm de estas dos muestras es un 33,2 % y 47,5 %, respectivamente). Esto está de 
acuerdo con nuestro resultado de que el potencial Z es bastante más negativo 
en el caso de liposomas de DPPC conteniendo colesterol que sin colesterol (ver 
Anexo 5). Esto indica que, en el caso de liposomas DPPC/COL, se produce 
ruptura de dímeros (de forma similar, como hemos dicho, a los casos de micelas 
de SDS y DPC, también con potencial Z negativo). Los espectros de absorción 
vis-UV confirmarán la ruptura de dímeros por la presencia de liposomas 
DPPC/COL (apartado 6.2.2.6). 
 
 
6.2.2.5. Medidas de potencial Z (en agua MilliQ) 
 Si comparamos con el valor que hemos obtenido en el caso de los 
liposomas DPPC (sin colesterol) en agua MilliQ de -0,5 mV, el potencial Z de los 
liposomas DPPC/COL tiene un valor mucho más negativo, -45,6 mV. Este es un 
resultado general en la bibliografía.  
 
Ya que las moléculas de DPPC tienen una naturaleza zwitteriónica y la 
molécula de colesterol es neutra, el valor tan negativo de potencial Z se 
justificará por efectos conformacionales: el colesterol actuará “tirando” de la 
parte positiva de la cabeza zwitteriónica, debido a las interacciones por puente 
de hidrógeno en las que está involucrado el colesterol, quedando la carga 
positiva de la cabeza zwitteriónica apantallada y la parte negativa más expuesta 
hacia la superficie (figura 6.2.12). 
 
Figura 6.2.12. Orientación de las “cabezas” zwitteriónicas de la fosfatidilcolina en la superficie 
de los liposomas orientadas de esta forma por interacción con las moléculas de colesterol. 
 
 El valor de potencial Z tan negativo de los liposomas de DPPC/COL 
explica la ruptura de dímeros por interacciones electrostáticas que hemos 
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detectado en las medidas de decaimiento (apartado 6.2.2.4) y en los espectros de 
absorción vis-UV (apartado 6.2.26.).  
 
 
 
 
Figura 6.2.13. Imágenes del software utilizado en la determinación del potencial Z de una 
disolución de DPPC/COL en ausencia (a) y en presencia (b) de coralina. Ver concentraciones en 
el Anexo 5. 
 
a. 
b. 
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En presencia de coralina, el valor de potencial Z se hace 
significativamente más positivo (+0,5 mV), lo que justificamos con el esquema 
representado en la figura 6.2.14. En las proximidades de la coralina incorporada 
en los liposomas, se orientarán las cabezas zwitteriónicas exponiendo la parte 
positiva del dipolo hacia el exterior, por repulsión con la carga de la coralina. 
Posiblemente será más probable la situación presentada en la figura b, ya que es 
probable que la coralina tenga tendencia a interaccionar con el colesterol, como 
hemos comentado. 
 
 
 Figura 6.2.14. Esquema de la incorporación de la coralina a la estructura liposomal de 
DPPC/COL en agua MilliQ (en b se representa la coralina interaccionando con una molécula de 
colesterol).  
 
 
6.2.2.6. Espectros de absorción vis-UV (en agua MilliQ) 
 En los tres ejemplos estudiados de agregados auto-asociados en 
disolución con valores de potencial Z negativos , micelas de SDS y DPC, y 
ahora liposomas de DPPC/COL, detectamos en los espectros de absorción vis-
colesterol
CH3
OCH3
OCH3
CH3O
CH3O
N
colesterol
CH3
OCH3
OCH3
CH3O
CH3O
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UV la ruptura de dímeros y la aparición de monómeros de coralina, pues crece 
la señal a 410 nm, característica del monómero. 
 
 
Figura 6.2.15. Espectro de absorción de coralina 4 ppm en agua MilliQ en ausencia (⎯ ) y en 
presencia de DPPC/COL  3,3 mM (⎯ ). Se ha corregido la línea base (por la dispersión). 
 
 Vemos en la figura 6.2.15 que, en el caso de liposomas de DPPC/COL, 
este efecto es menos marcado que para SDS y DPC, lo que es debido a que la 
concentración de DPPC/COL empleada es bastante menor que la de SDS y 
DPC. 
 
 
6.2.3. Perspectivas 
 Como hemos visto, la coralina es un catión orgánico con alta penetración en 
estructuras auto-organizadas, como micelas y liposomas, tanto con carga 
superficial negativa, zwitteriónica e incluso positiva, lo que es debido 
fundamentalmente a que la carga positiva en la coralina está deslocalizada por 
la molécula. Estos resultados podría encontrar utilidad en el estudio de 
bacterias, desde el punto de vista de sensor o con fines terapeúticos, como 
agente antibacteriano.  
 
 Las membranas de las bacterias tienen normalmente carga negativa, y por 
ello algunos cationes con poder de penetración se acumulan en ellas [Hsieh 
1998]. Por ejemplo Severina et al. estudian la acumulación de los cationes 
berberina y palmatina como agentes antibacterianos [Severina 2001]. Varios 
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estudios consideran la actividad de distintos alcaloides frente a bacterias, 
hongos, virus y microorganismos [Schmeller 1997, Wang 2009, Iwasa 1996]. 
Pues bien, según nuestros resultados, la coralina tendrá mayor poder de 
penetración que estos cationes berberina y palmatina. (También era conocida en 
su bibliografía su mayor capacidad intercalativa en las moléculas de ADN 
[Bhadra 2011]).  
 
Es más, existen interesantes ejemplos de bacterias, como recientemente se ha 
descubierto que es el caso de la bacteria del cólera [Hankins 2012], cuyo 
mecanismo defensivo consiste en asociar pequeños aminoácidos  que cambian 
la carga eléctrica en la superficie externa de la bacteria, que pasa de ser negativa 
a neutra, de esta forma evitan ser atacadas por los péptidos catiónicos 
antimicrobianos (AMPs)(a) que forman parte de las defensas naturales [ver por 
ejemplo, Strömstedt 2010, Dennison 2005]. Pues bien, según los resultados que 
hemos obtenido, sería de esperar que las moléculas de coralina sí se incorporen 
y acumulen considerablemente en membranas bacterianas, aunque no tengan 
éstas carga negativa, como el caso de la bacteria del cólera, pudiendo actuar 
bien como agente antibacteriano, o bien con la finalidad de ser utilizado como 
sensor fluorescente de la presencia de bacterias. 
 
 
 
 
 
                                                
(a) Los péptidos catiónicos antimicrobianos (AMPs) forman parte del sistema autoinmune de los 
organismos vivos. La interacción inicial de los péptidos antimicrobianos con las bacterias, 
generalmente, es producida por su carga positiva y su atracción electrostática hacia las 
superficies polianiónicas de las paredes. Debido a esta interacción, los péptidos antimicrobianos 
generan áreas de inestabilidad en la membrana externa, permitiendo la translocación de estos 
mismos a través de la bicapa externa; una vez localizados en la membrana, pueden sufrir 
modificaciones en su conformación y producir daños o poros en la membrana por distintos 
mecanismos. Recientemente se desarrolla gran investigación sobre péptidos catiónicos, como 
alternativa a los antibióticos, pues generan menos resistencias que los antibióticos 
convencionales). 
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6.3. Estudio de la interacción entre coralina y estructuras 
fibrilares formadas por moléculas anfifílicas peptídicas 
 
6.3.1.  Estudio de la interacción entre coralina y estructuras 
fibrilares de C16-ALA ALA VAL en agua MilliQ 
 
6.3.1.1. Caracterización de las fibras por TEM 
 Está descrito en la literatura [Maji 2012] que este tipo de surfactante con 
cabeza polar peptídica, forma fibras de poca longitud (micelas alargadas), 
estabilizadas por la formación de enlaces de hidrógeno entre los tres 
aminoácidos que componen la cabeza polar (figura 6.3.1). 
 
 
 
 
 
Figura 6.3.1. Formación de fibras de poca longitud (micelas alargadas) estabilizadas por 
puentes de hidrógeno entre los aminoácidos (zona roja que se indica en la micela) Imagen 
tomada de [Maji 2012]. 
 
 Hemos caracterizado muestras de esta especie anfifílica disuelta en agua 
MilliQ por TEM. Observamos fibras de unos 200 nm de longitud (figura 6.3.2) 
 
C16 ALA ALA VAL 
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Figura 6.3.2. Imágenes de TEM de C16-ALA ALA VAL 0,012 mM en agua MilliQ. 
 
 
 
6.3.1.2. Microscopía confocal de fluorescencia 
 Al ser muy poco soluble en agua a temperatura ambiente, no se pudieron 
realizar estudios de registro de espectros de emisión de fluorescencia para la 
coralina en presencia de esta especie química. Para obtener disoluciones poco 
turbias que no originaran tanta dispersión, se intentó hacer diluciones 
progresivas de la muestra, pero cuando obtuvimos una muestra bastante 
transparente, ya no detectamos en las imágenes TEM formación en absoluto de 
fibras en la disolución, y no había efecto apreciable sobre los espectros de 
emisión de fluorescencia de la coralina.  
 
No obstante, aún con disoluciones algo turbias, se pudieron tomar 
imágenes de microscopía confocal. La intensidad de fluorescencia 
correspondiente a las moléculas de coralina incorporadas en las fibras era alta 
respecto de la emisión de fluorescencia de fondo, correspondiente a las 
moléculas de coralina libres en disolución. Ello sugiere que la coralina no 
encuentra grandes dificultades en incorporarse en estas fibras, estando la 
cabeza polar de la molécula anfifílica compuesta sólo por tres aminoácidos. 
Además, la estructura peptídica es carboxilo-terminal, y por tanto en agua 
MilliQ los grupos carboxilo estarán ionizados. La carga negativa favorecerá la 
incorporación de la coralina por atracciones electrostáticas. 
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En las imágenes de microscopía confocal y de campo claro se observan 
agregados formados por la agrupación de fibras cortas (figura 6.3.3).   
 
 
Figura 6.3.3. Imágenes de microscopía confocal y microscopía confocal de fluorescencia para 
C16-ALA ALA VAL 0,012 mM en presencia de coralina 3 ppm en agua MilliQ. 
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6.3.2.  Estudio de la interacción entre coralina y estructuras 
fibrilares de C12-Aβ(11-17) en agua MilliQ 
   En el apartado 2.3.4 se comentó el interés de esta molécula en cuanto a su 
relación con estudios de formación de fibras amiloides en la enfermedad de 
Alzheimer. A continuación estudiamos la interacción de la coralina con las 
estructuras fibrilares formadas en agua MilliQ. 
 
6.3.2.1. Caracterización de las fibras de C12-Aβ(11-17)  por TEM 
 La figura 6.3.4 muestra las imágenes de TEM correspondientes a 
disoluciones C12-Aβ(11-17) en agua MilliQ, a dos concentraciones: 0,28 y 1,87 
mM (figuras 6.3.4 y 6.3.5). 
 
              
 
                                               
 
Figura 6.3.4. Imágenes de TEM de C12-Aβ(11-17) 0,3 mg·mL-1 (0,28 mM) en agua MilliQ. 
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Figura 6.3.5. Imágenes de TEM de C12-Aβ(11-17) 2 mg·mL-1 (1,87 mM) en agua MilliQ. 
 
 
Las imágenes TEM correspondientes a la muestra diluida 0,28 mM en 
agua MilliQ muestran la formación de fibrillas individuales de longitudes del 
orden de 500 nm y anchura 10 nm (figura 6.3.4). Cuando la concentración 
aumenta a 1,87 mM, las fibrillas son más largas, de varias micras, y se asocian 
en paralelo, formando estructuras rígidas, que podríamos considerar fibras de 
orden superior (figura 6.3.5). Según Deng et al. [Deng 2009], la existencia de la 
cola hidrofóbica es esencial para que se produzca la formación de fibras, y así, 
en su trabajo no obtienen formación de fibrillas en el caso del péptido 
hidrofílico Aβ(11-17).  
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Figura 6.3.6. Molécula de C12-Aβ(11-17) con secuencia de aminoácidos EVHHQKL desde el grupo 
amino al extremo carboxilo terminal. E = Glu = ácido glutámico; V = Val = Valina; H = His = Histidina; Q = 
Gln = Glutamina; K = Lys = lisina; L = Leu = Leucina. Imagen tomada de [Deng 2009]. 
 
 
Como se comentó en el apartado 2.3.4, la primera fuerza impulsora para 
la formación de estas estructuras organizadas es el efecto hidrofóbico, originado 
por las cadenas hidrocarbonadas C12. Las repulsiones entre los dos grupos 
amino terminales presentes en cadenas laterales (figura 6.3.6) que estarán 
protonados en agua MilliQ (medimos valores positivos de potencial Z, apartado 
6.3.2.5), se oponen a la formación de enlaces de hidrógeno y provocan que se 
origine una curvatura, lo que conduce a la formación de micelas cilíndricas 
(figura 6.3.7). El que se formen micelas cilíndricas en vez de esféricas se 
atribuye a la existencia de enlaces de hidrógeno en los aminoácidos unidos a la 
larga cadena hidrocarbonada [Deng 2009]. 
 
Al elevar la concentración (1,87 mM), estas micelas cilíndricas se asocian 
por interacciones laterales por puente de hidrógeno, como ocurre en la 
fibrilogénesis amiloidea [Cao 2007], a pesar de las posibles repulsiones 
electrostáticas. De esta forma, la formación de enlaces de hidrógeno juega un 
papel crucial tanto en la geometría de las estructuras organizadas primarias, 
como la asociación de estas estructuras primarias en estructuras organizadas de 
orden superior (figura 6.3.7). 
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Figura 6.3.7. Representación de la estructura fibrilar organizada primaria estabilizada por 
puentes de hidrógeno de C12-Aβ(11-17) y organización en una estructura de orden superior por 
asociación lateral debida también a enlaces de hidrógeno [figura tomada de Deng 2009]. 
 
 
 
6.3.2.2. Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
En la figura 6.3.8 se muestran los espectros de emisión de la coralina 0,2 
ppm en agua MilliQ en presencia de distintas cantidades de C12 Aβ(11-17). 
Obtenemos aumentos importantes de intensidad de fluorescencia, lo cual 
resulta llamativo, ya que este resultado sugiere que la coralina se incorporara a 
estas estructuras, quedando protegida en un ambiente más rígido y apolar, a 
pesar de existir una cabeza polar formada por siete aminoácidos, enlaces de 
hidrógeno y repulsiones electrostáticas. 
 
Aunque se dispone de pocos puntos experimentales (figura 6.3.8) por la 
dificultad en adquirir grandes cantidades de C12Aβ(11-17), se ha realizado un 
cálculo que sólo debe considerarse como aproximado, de la constante de 
reparto Kp y de unión Kb. Los resultados aparecen en la tabla 6.4. 
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Figura 6.3.8. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de C12-Aβ(11-17)  (rango de concentración hasta 1,87 mM) en agua MilliQ. b) 
Representación de I–I0 de la coralina frente a la concentración de C12-Aβ(11-17) y ajuste no 
lineal de los datos (⎯ ). d) Representación de 1/(I–I0) de la coralina  frente a la inversa de la 
concentración de C12-Aβ(11-17) y ajuste lineal de los datos (⎯ ). [Cor] = 0,2 ppm. 
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Tabla 6.4. Valores de las constantes de reparto Kp y de unión o asociación Kb para 
coralina y C12Aβ(11-17). Resultados en agua MilliQ. (Este cálculo sólo debe considerarse como 
aproximado, por no disponer de suficiente número de puntos experientales). 
 
 El valor aproximado que hemos calculado de constante de reparto 
indicaría que las fibras incorporan coralina de forma menos eficaz que los 
liposomas y tectómeros, pero más que las micelas (ver Anexo 3). 
 
 
6.3.2.3. Medidas de decaimiento de fluorescencia 
Muestra 11 del Anexo 6. Coralina 0,2 ppm + péptido C12Aβ  (11-17) 1,87 mM en 
agua MilliQ 
 
 Se ajusta el decaimiento a una monoexponencial, con tiempo de vida 9,7 
realizando la detección a 476 nm. No se detecta formación apreciable de 
dímeros. 
 
 
6.3.2.4. Microscopía confocal de fluorescencia 
   Las imágenes de microscopía confocal de fluorescencia confirman que las 
moléculas de coralina incorporadas en las fibras son más fluorescentes que 
libres en la disolución acuosa. En el caso de disoluciones diluidas de C12Aβ(11-
17), 0,28 mM, visualizamos fibras individuales (observar que en la imagen de 
microscopía de campo claro no se tiene suficiente resolución).  
 
Ajuste no lineal 
Ajuste lineal 
(“representación doble 
recíproca”) 
ΔImax/I0 Kp C Kb ΔImax/I0 Kp C Kb 
1,18 1117 2,18 1123 1,98 498 2,98 500 
 6. Estudio de la interacción entre el fluoróforo coralina y distintas estructuras moleculares auto-organizadas en disolución 
 
224 
            
 
            
 
Figura 6.3.9. Imágenes de campo claro y microscopía confocal de fluorescencia de C12-Aβ(11-
17) 0,3 mg·mL-1 (0,28 mM) en presencia de coralina 3 ppm en agua MilliQ. 
 
 En el caso de muestras más concentradas en C12Aβ(11-17), 1,87 mM, 
observamos fibras más largas y también agregados de estas fibras formando 
agregados de orden jerárquico superior. (Este resultado es similar al obtenido 
en la caracterización por TEM, pero se debe indicar que en microscopía confocal 
de fluorescencia analizamos la muestra en fase líquida). 
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Figura 6.3.10. Imágenes de microscopía confocal y microscopía confocal de fluorescencia de 
C12-Aβ(11-17) 2 mg·mL-1 (1,87 mM) en agua MilliQ. 
 
 
6.3.2.5. Medidas de potencial Z 
Las medidas del potencial Z de la disolución de C12Aβ(11-­‐‑17) 0,73 mM 
en agua MilliQ, nos dan un valor de +38,1 mV, lo que será debido a una cierta 
protonación en agua MilliQ de los grupos amino terminales presentes en dos 
aminoácidos. En presencia de coralina, el valor del potencial Z fue +35,5 mV.  El 
cambio ha sido pequeño, y es que a diferencia de lo que sucedía con las micelas 
de TTAB, la estructura de estas micelas cilíndricas apenas se abrirá al 
incorporarse moléculas de coralina, debido a los enlaces de hidrógeno 
existentes. 
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Figura 6.3.11. Imágenes del software utilizado en la determinación del potencial Z de una 
disolución de C12-Aβ(11-17) en ausencia (a) y en presencia (b) de coralina. Ver concentraciones 
en el Anexo 5. 
 * medidas realizadas con un equipo Zetasiser Nano ZS (Malvern), diferente del utilizado en medidas de 
potencial Z anteriores. 
 
 
 
Figura 6.2.12. Esquema de la incorporación de la coralina a la  
estructura fibrilar de C12-Aβ(11-17). 
 
 
6.3.3 Perspectivas 
 Varias enfermedades, entre las que se encuentran la enfermedad de 
Alzheimer, Parkinson y la diabetes mellitus tipo 2, tienen una característica en 
CH3
OCH3
OCH3
CH3O
CH3O
N
(a) 
(b) 
 6. Estudio de la interacción entre el fluoróforo coralina y distintas estructuras moleculares auto-organizadas en disolución 
 
228 
común, la presencia anormal de depósitos de proteínas agregadas en forma de 
fibras amiloides. Aunque la proteína que se agrega varía de una enfermedad a 
otra, la formación de fibras amiloides ocurre por un mecanismo común de 
plegamiento incorrecto de la proteína y auto-ensamblaje en el que se generan 
diferentes tipos de formas oligoméricas y finalmente fibras amiloides insolubles 
que se depositan y acumulan en diferentes órganos o tejidos dependiendo de la 
proteína y, por tanto, de la enfermedad. Así, recientemente se ha demostrado 
que ciertas formas oligoméricas generadas durante la agregación amiloide de 
las proteínas son clave para la iniciación y la propagación de estas 
enfermedades [Chen 2015]. El estudio con especies fluorescentes capaces de 
incorporarse en estas fibras, podría suponer un avance en la comprensión de la 
naturaleza de los diferentes tipos de agregados que se generan y en el papel que 
cada uno de ellos juega tanto en la iniciación como en el avance de la 
enfermedad. Así por ejemplo otros fluoróforos, como la tioflavina T, se utiliza 
con frecuencia para la detección de fibras amiloides en disolución y en estudios 
de la acción de inhibidores de la fibrilogénesis [Levine 1993, Solomon 1996, Ban 
2003].  
 Desde una visión más general, el autoensamblado de sistemas anfifílicos 
basados en péptidos ha emergido como una de las áreas más prometedoras en 
el andamiaje de nano- y micro-biomateriales en aplicaciones biomédicas tales 
como la medicina regenerativa [Silva 2004, Hartgerink 2001] y en la liberación 
controlada de fármacos [Holmes 2000]. La utilización de fluoróforos que 
penetren o interaccionen con estos sistemas puede proporcionar información de 
gran utilidad. 
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7. TECTÓMEROS COMO TRANSPORTADORES DE 
MOLÉCULAS CON CONSIDERABLE CARÁCTER 
HIDROFÓBICO. ESTUDIO DE LA INTERACCIÓN 
ENTRE LA CORALINA Y ESTRUCTURAS AUTO-
ORGANIZADAS 2D DE OLIGOGLICINA EN FUNCIÓN 
DEL pH 
Como se comentó en el apartado 1.3.5, los péptidos oligoglicínicos tienen 
la capacidad de formar estructuras planas 2D conocidas como tectómeros, ya 
sea de forma espontánea en disolución o favorecidas por interacción con una 
superficie. Estos tectómeros son una relativa nueva clase de sustancias que han 
demostrado tener cierto interés terapéutico [Tuzikov 2003, Bovin 2004]. Así, se 
ha comprobado el aumento en la actividad antiviral de glicopéptidos por unión 
de tectómeros en múltiples puntos de la superficie de los virus. Por otro lado, 
debido a que los tectómeros son capaces de formar estas capas perfectamente 
planas y rígidas de grosor predeterminado, se han propuesto como una 
prometedora herramienta para el diseño de nuevos nanomateriales y como 
plataformas para nanodispositivos [Bovin 2008]. 
 
En este trabajo queremos explorar una nueva aplicación para estas 
estructuras oligoglicínicas, y es su utilización en el transporte de moléculas con 
considerable carácter hidrofóbico. Como se indicó en la introducción (apartado 
2.2), la coralina, que ha demostrado tener actividad anticancerígena y 
relativamente baja toxicidad [Lavoie 1997], actúa como un fluoróforo 
permitiendo su fácil detección, y es por ello una buena candidata como modelo 
para nuestro estudio sobre la aplicación de los tectómeros como 
transportadores para diferentes aplicaciones. 
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A) TECTÓMEROS 
7.1. Caracterización de las estructuras auto-organizadas de 
oligoglicina por distintas técnicas de microscopía 
Como se ha explicado en el apartado 1.3.5, la formación de enlaces de 
hidrógeno fuertes entre las unidades de glicina presentes en las antenas de las 
moléculas de oligoglicinas biantenarias, además de la exclusión de las 
moléculas de agua del núcleo hidrofóbico de las moléculas (efecto hidrofóbico) 
son responsables de la formación de estas estructuras auto-organizadas 2D en 
disoluciones acuosas (figura 7.1.1). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 7.1.1. Estructura molecular de la oligoglicina biantenaria (arriba). Esquema de la auto-
organización supramolecular de estas oligoglicinas por formación de enlaces de hidrógeno 
fuertes entre las unidades de glicina (abajo). 
 
 Debido a que la oligoglicina utilizada en los experimentos lleva 
incorporado HCl en su formulación (el HCl viene del protocolo utilizado en la 
síntesis de estas oligoglicinas [Tsygankova 2014]), el pH de las distintas 
disoluciones preparadas resulta ser dependiente de la concentración de 
oligoglicina en el agua MilliQ. La tabla 7.1 recoge los valores de pH 
determinados en función de la concentración de oligoglicina. En disoluciones 
tamponadas se verificó que el pH viene impuesto por los iones del tampon. 
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[oligoglicina] / 
mg·mL-1 
 
pH 
0 6,3 
0,1 6,23 
0,2 6,10 
0,5 5,84 
1 5,62 
2 5,24 
 
Tabla 7.1. Medidas de pH de distintas disoluciones de oligoglicina en agua MilliQ a diferentes 
concentraciones y a temperatura ambiente (22 ºC). 
 
 El pH influye en el grado de protonación de los grupos amino 
terminales, influyendo así mismo en la repulsión electrostática entre estos 
extremos, y por tanto en el ensamblaje o destrucción de las estructuras 
bidimensionales. 
 
A continuación se presentan los resultados de la caracterización 
realizada por distintas técnicas de microscopía correspondientes a disoluciones 
de oligoglicina en agua MilliQ, tampon pH 3,0 y tampon pH 7,4. 
 
 
7.1.1. Caracterización de los estructuras de oligoglicinas auto-
organizadas en agua MilliQ 
 
A. Microscopía electrónica de transmisión (TEM) 
En la figura 7.1.2 se muestran las imágenes de TEM de una muestra 
preparada disolviendo oligoglicina (1 mg·mL-1) en agua MilliQ, utilizando 2 
minutos de baño de ultrasonidos (figuras a, b, c y d). Las figuras e, f, g y h 
corresponden a una muestra sometida además a sonicación con sonda de 
ultrasonidos (1 segundo on y 3 segundos off, 60 segundos efectivos, tal como se 
indicó en la Sección Experimental, apartado 3.1.2.2).  
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En las imágenes se observa efectivamente la formación de estas 
estructuras oligoglicínicas bidimensionales (tectómeros), de unas pocas micras 
de tamaño. Tanto la estructura como el tamaño de estos sistemas es similar a la 
que presentan el grafeno o los materiales inorgánicos laminados en disolución 
[Coleman 2011, Nicolosi 2013] Los patrones de difracción de electrones 
obtenidos indican la naturaleza cristalina de estas estructuras (figura 7.1.3). 
 
Se observa que el efecto de la sonda de ultrasonidos (figuras e, f, g y h) 
parece favorecer  la formación de las estructuras, lo que puede ser debido a la 
cavitación por efecto térmico local producida por los ultrasonidos de alta 
potencia de la sonda (se utilizó en modo de pulsos, y la muestra se colocó 
sumergida en un recipiente con agua a temperatura ambiente para evitar 
sobrecalentamientos), lo que puede favorecer la desprotonación y por 
consiguiente el apilamiento de las capas. Una posible elevación local de 
temperatura al utilizar la sonda de ultrasonidos y el posterior enfriamiento 
podría también haber favorecido la formación de cristales de mayor tamaño. 
 
 
(a) (b) 
(c) (d) 
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1.2. Imágenes de TEM de disolución de oligoglicina 1 mg·mL-1, en agua MilliQ sin (a, b, c y d) y 
con sonicación con sonda de ultrasonidos (e, f, g y h). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 7.1.2. Patrón de difracción de electrones obtenido para la oligoglicina  
1 mg·mL-1, en agua MilliQ. 
 
También se realizó la caracterización por TEM de una disolución que se 
almacenó a temperatura ambiente durante 3 meses, y las imágenes obtenidas 
(e) (f) 
(g) (h) 
 
 
7. Tectómeros como transportadores de moléculas con considerable carácter hidrofóbico. 
Estudio de la interacción entre la coralina y estructuras auto-organizadas 2D de 
oligoglicina en función del pH 
 
238 
eran indistinguibles de las obtenidas con la muestra recién preparada, lo que 
indica la alta estabilidad de los tectómeros en solución respecto al paso del 
tiempo. 
 
B. Microscopía de fuerzas atómicas (AFM) 
La caracterización por microscopía de fuerza atómica de estas estructuras 
oligoglicínicas sobre superficie de mica muestra que las capas formadas se 
apilan unas sobre otras (figura 7.1.4.a), siendo la altura de cada monocapa de 
unos 6 nm (figura 7.1.4.b, tabla 7.2).  
                
 
 
Figura 7.1.4. a) y b) Imagen de AFM de disolución de oligoglicina 1 mg·mL-1, en agua MilliQ. c) 
y d) Perfiles de altura de las capas de tectómero formadas. El primer corte (c) muestra 
únicamente el crecimiento de monocapa. En el segundo (d) se encuentra apilamiento de capas. 
 
(d) 
(c) 
(b) (a) 
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Esta técnica permite obtener perfiles de altura de las diferentes capas, 
dependiendo de la zona estudiada (figura 7.1.4 c y d). La siguiente tabla 
muestra los valores promedios del espesor obtenidos: 
 
 
Nº Capas 
 
Altura (nm) 
 
Desviación 
Estándar (nm) 
1 5,6 0,52 
2 10,6 0,54 
3 15,9 0,71 
4 21,0 0,78 
 
 
Tabla 7.2. Analisis estadístico del espesor de las placas en función del número de capas. 
 
C. Microscopía electrónica de barrido (SEM) 
La caracterización por microscopía de barrido electrónico ofreció 
información adicional, constatando la formación de estructuras planas por auto-
organización de las oligoglicinas en disolución y posterior secado (figura 4.4.5). 
 
 
Figura 7.1.5. Imágenes  de SEM de disolución de oligoglicina 1 mg·mL-1, en agua MilliQ.     
 
 
D.  Microscopía electrónica de transmisión (Cryo-TEM) y microscopía 
electrónica de barrido ambiental (ESEM) 
Se podría plantear la duda de si la formación de tectómeros, observada 
por TEM y SEM, es consecuencia del proceso de secado de las muestras para su 
observación en estas técnicas. Pues bien, los estudios de Cryo-TEM (figuras 
7.1.6) y ESEM (figuras 7.1.7) llevados a cabo confirman que los tectómeros están 
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presentes ya en disolución y no son consecuencia del proceso de secado. Así, el 
rápido proceso de vitrificación realizado en Cryo-TEM proporciona una imagen 
que debe corresponderse con la situación existente en la muestra en estado 
líquido. En cuanto a la técnica ESEM, se debe indicar que durante la obtención 
de imágenes la temperatura de la muestra líquida es del orden de 1ºC, lo que 
favorecerá la formación de agregados. 
 
      
 
Figura 7.1.6. Imágenes de cryo-TEM de disolución de oligoglicina 1 mg·mL-1 en agua MilliQ. 
 
 
Figura 7.1.7. Imágenes de ESEM de disolución de oligoglicina 1 mg·mL-1 en 
agua MilliQ. 
 
Una prueba adicional de este efecto de auto-ensamblaje ya en disolución es la 
desviación observada en la línea base de los espectros de absorción UV-visible, 
la cual sugiere cierta dispersión, como se comentará más adelante (figura 7.2.1).  
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Finalmente, las imágenes de campo claro y microscopía confocal confirman la 
formación de tectómeros en disolución (figura 7.3.8).  
 
 
7.1.2. Caracterización de las estructuras de oligoglicina en tampon 
a pH 3.0 
En disoluciones ácidas (pH 3,0), la repulsión entre los grupos amino 
terminales, fuertemente protonados, impide la formación de estructuras planas 
2D, y observamos por TEM que se obtienen estructuras esféricas (figuras 7.1.9, 
7.1.10 y 7.1.11). La fuerza impulsora de la formación espontánea de vesículas 
sería una distribución asimétrica de cargas entre la parte externa e interna de la 
monocapa [Liu 2007] (figura 7.1.8).  
 
 
Figura 7.1.8. Esquema de la formación de vesículas a pH 3,0 a partir de las estructuras 
bidimensionales de oligoglicina por protonación asimétrica de entre la parte interna y externa 
de la monocapa. 
 
       
Figura 7.1.9. Imágenes de TEM de disolución de oligoglicina 1 mg·mL-1  
en medio tamponado a pH 3.  
pH 3,0
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Así, los estudios de TEM revelan la formación de vesículas con un 
tamaño de alrededor de los 40-70 nm de diámetro. Para la observación de la 
estructura vesicular, se utilizó como agente de contraste negativo el acetato de 
uranilo UO2(CH3COO)2 , (figura 7.1.10).  
 
 
 
Figura 7.1.10. Imágenes de TEM de disolución de oligoglicina 1 mg·mL-1 en medio tamponado a 
pH 3, en las que las vesículas fueron impregnadas con acetato de uranilo. En la figura de abajo, 
que corresponde al experimento en el que se aumentaron tanto la concentración del agente de 
tinción como del tiempo de impregnación, se muestran los espesores de la superficie de la 
vesícula.  
 
El catión uranilo se une a los grupos carboxilo de los péptidos y es el más 
frecuentemente utilizado en la caracterización de liposomas, pues proporciona 
normalmente imágenes con alto contraste y poder de resolución. Sin embargo, 
debido a la doble carga positiva del catión uranilo, su penetración en estas 
vesículas cargadas positivamente presenta dificultades, por lo que se tuvo que 
aumentar el tiempo de impregnación y la concentración de la disolución de 
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acetato de uranilo. Se consiguió distinguir la estructura vesicular de estas 
estructuras, y se midió el espesor teñido (figura 7.1.10, abajo). También se 
utilizó como agente de tinción negativo en TEM el ácido fosfotúngstico 
H3PW12O40 (a) y en la figura 7.1.11 vemos en las imágenes como se aprecia una 
mayor eficiencia en el proceso de tinción. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 7.1.11. Imágenes de TEM de disolución de oligoglicina 1 mg·mL-1 en medio tamponado a 
pH 3, en las que las vesículas fueron impregnadas con ácido fosfotúngstico. En la figura de 
abajo se muestran los espesores de la superficie de las vesículas.  
 
                                                
(a)  La composición del ácido fosfotúngstico, en función del pH, ha sido estudiada en [Zhu 
2003]. 
 
 
4,07 nm 
4,2 nm 
3,84 nm 
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La forma de las vesículas aparece algo distorsionada debido a las 
alteraciones producidas durante la etapa de secado de la muestra, posibles 
artefactos producto de la interacción entre la muestra y el agente de tinción, y/o 
la exposición de la muestra al vacío. 
 
 
7.1.3. Caracterización de las estructuras de oligoglicina en tampon 
a pH 7,4 
 Por otro lado, se comprobó que el aumento del pH de las disoluciones de 
oligoglicina en tampon pH 7,4 provoca la formación masiva de agregados 
debido a la desprotonación de los grupos amino terminales, con lo que 
desaparece la repulsión entre ellos. Y además estos agregados  no son solubles, 
y precipitan con el tiempo (figura 7.1.12). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
  
Figura 7.1.12. Evolución con el tiempo de una disolución de oligoglicina 1 mg·mL-1  
en tampon a pH 7,4. 
 
Se caracterizó por TEM tanto el precipitado, como el sobrenadante, 
extraído al cabo de 5 horas (figura 7.1.12). La concentración de oligoglicina que 
permaneció en el sobrenadante se determinó que únicamente era un 2% de la 
inicial, por espectroscopía vis-UV, al comparar con los espectros vis-UV en 
t = 0 t = 1 h t = 2 h 
t = 3 h t = 4 h t = 5 h 
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agua de oligoglicina a distintas concentraciones. Hay que indicar que los 
espectros de absorción UV-vis llevados a cabo sobre el sobrenadante tras 5  
horas de reposo de la disolución coincidieron con los obtenidos al medir la 
misma después de 24 horas, por lo que ya se había alcanzado la situación de 
equilibrio a las 5 horas.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                     
 
 
 
 
 
 
 
Figura 7.1.13. Disolución de oligoglicina en tampon a pH 7,4 de concentración 1 mg·mL-1. Se 
muestran las imágenes de TEM para el sobrenadante y el precipitado tras 5 horas de reposo. El 
espectro UV-visible del sobrenandante se compara con los obtenidos para diferentes diluciones 
preparadas de oligoglicina en agua Milli-Q, lo que permite estimar que sólo un 2% de la 
concentración inicial de oligoglicina permanece en el sobrenadante a pH 7,4. 
 
 
 
 
B) TECTÓMEROS EN PRESENCIA DE CORALINA 
7.2. Espectros de absorción UV-visible 
Como se ha mencionado anteriormente, una prueba adicional de la 
existencia de tectómeros en agua MilliQ es la posición de la línea base de los 
t = 5 h 
 
 
Espectro 
del sobrenadante  
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espectros de absorción UV-visible (sin corregir), que sugiere dispersión por la 
presencia de partículas de cierto tamaño (figura 7.2.1) en disolución. En el caso 
de disoluciones de oligoglicina preparadas utilizando la sonda de ultrasonidos, 
se aprecia un significativo aumento de la dispersión de la luz (figura 7.2.1.b), lo 
que está de acuerdo con nuestras observaciones de microscopía y medidas de 
fluorescencia, en las que la utilización de la sonda de ultrasonidos parecía 
favorecer la formación de tectómeros. 
 
              
 
 
Figura 7.2.1. a) Espectro de absorción de coralina 3 ppm en agua MilliQ en presencia de 
concentraciones crecientes de disolución de oligoglicina (0 mM (⎯ ), 0,36 mg·mL-1 (⎯ ), 0,52 
mg·mL-1 (⎯ ), 0,73 mg·mL-1 (⎯ ), 0,91 mg·mL-1 (⎯ ). b) Espectro de absorción de coralina 3,7 ppm 
en agua MilliQ en presencia de concentraciones crecientes de disolución de oligoglicina con 
sonicación  con punta de ultrasonidos (0 mM (⎯ ), 0,36 mg·mL-1 (⎯ ), 0,52 mg·mL-1 (⎯ ), 0,73 
mg·mL-1 (⎯ ), 0,91 mg·mL-1 (⎯ ). 
 
Los espectros de absorción vis-UV de coralina a pH 3,0, en presencia de 
cantidades crecientes de oligoglicina no muestran apenas dispersión de la 
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radiación, ni efecto en la intensidad (figura 7.2.2), lo que está de acuerdo con 
nuestras observaciones previas de que la coralina no se incorpora en las 
vesículas con carga positiva formadas por la oligoglicina a pH ácido. 
 
 
Figura 7.2.2. a) Espectro de absorción de coralina 3 ppm en medio tamponado a pH 3,0 en 
presencia de concentraciones crecientes de disolución de oligoglicina (0 mM, 0,008 mg·mL-1, 
0,0324 mg·mL-1, 0,054 mg·mL-1, 0,16 mg·mL-1, 0,32 mg·mL-1, 0,81 mg·mL-1. 
 
 También se realizaron espectros de muestras conteniendo coralina y 
oligoglicina a pH 7,4 (ver apartado 7.7).  
 
 
7.3. Medidas de emisión de fluorescencia en estado 
estacionario 
 
7.3.1 Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
en agua MilliQ 
 Como se ha indicado, el pH influye en el grado de protonación de los 
grupos amino terminales, por tanto en el ensamblaje o destrucción de las 
estructuras bidimensionales. En agua MilliQ se determinó el pH = 6,3, y tras la 
adición de oligoglicina en concentración 1 mg·mL-1, el pH de la disolución es 
pH = 5,6 (ver Tabla 7.1). 
 
Se utilizó la fluorescencia en estado estacionario para investigar las 
interacciones producidas entre la coralina y el tectómero en agua MilliQ. Las 
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medidas de intensidad de emisión se utilizaron para calcular la constante de 
partición Kp y de unión Kb del fluoróforo. 
 
Debido a su estructura aromática, cabía esperar que la coralina 
presentase una tendencia a incorporarse a estructuras organizadas con un 
núcleo hidrofóbico como es el caso de las oligoglicinas biantenarias. 
 
En las figuras 7.3.1, 7.3.2 y 7.3.3 se muestran las variaciones en la 
intensidad de emisión en función de la concentración de oligoglicina en agua 
MilliQ. Se prepararon varias disoluciones conteniendo coralina 0,1 ppm y 
diferentes concentraciones de oligoglicina (ver apartado 3.1.2.2). La  
incorporación de la coralina en los tectómeros, un microambiente más rígido y 
apolar, condiciones que dificultan mecanismos de relajación alternativos 
presentes en medios polares, hará que la emisión de fluorescencia se vea 
favorecida (es decir, se producirá una disminución en la constante no radiativa). 
Por otro lado, la constante radiativa aumentará por aumentar el índice de 
refracción local [Toptygin 2003]. Ambos efectos en conjunto explican los 
aumentos en la emisión de fluorescencia obtenidos.  
 
La utilización de la sonda de ultrasonidos frente al baño de ultrasonidos 
en la preparación de la disolución de oligoglicina, como se comentó en el 
apartado 7.1.1 parece favorecer la formación de las placas de oligoglicina, y se 
comprueba ahora que produce aumentos algo mayores en la fluorescencia de la 
coralina, especialmente notorio a bajas concentraciones de oligoglicina 
(comparar figuras 7.3.1.b y 7.3.2.b). 
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Figura 7.3.1. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de oligoglicina en agua MilliQ. b) y c) Representación de I0/I e I–I0 de la coralina 
frente a la concentración de oligoglicina. [Cor] = 0,1 ppm. 
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Figura 7.3.2. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de oligoglicina en agua MilliQ con sonicación con sonda de ultrasonidos. b) y c) 
Representación de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de oligoglicina y ajuste no 
lineal de los datos (⎯ ). d) Representación de 1/(I–I0) de la coralina frente a la inversa de la 
concentración de oligoglicina y ajuste lineal de los datos (⎯ ). [cor] = 0,1 ppm. 
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Se calculó el coeficiente de partición utilizando los datos experimentales 
correspondientes a la figura 7.3.2 (a). Los resultados se recogen en la tabla 7.3.  
 
 Ajuste no lineal 
Ajuste lineal 
(“representación doble 
recíproca”) 
ΔImax/I0 Kp C Kb ΔImax/I0 Kp C Kb 
3,33 4798 4,33 3666 4,69 3272 5,69 2500 
 
Tabla 7.3. Valores de las constantes de reparto Kp y de unión o asociación Kb de coralina 
y oligoglicina en agua MilliQ, utilizando sonda de ultrasonidos. 
 
 
Los valores de constante de reparto Kp son algo superiores al caso de la 
incorporación de coralina en liposomas DPPC, muy similar al caso de 
liposomas DPPC/COL y más de un orden de magnitud mayor por encima de 
las micelas de DPC (ver la tabla de datos comparativa en el Anexo 3). Por tanto 
la coralina se incorpora eficientemente en los tectómeros en disolución acuosa. 
 
 Finalmente, buscando una mayor eficiencia en la carga de coralina, se 
disolvió directamente la oligoglicina en una disolución del fluoróforo, 
formándose de esta forma los tectómeros ya en presencia de coralina. Esta 
forma de proceder favorece la carga de coralina, ya que la coralina no debe 
incorporarse a un agregado ya preformado (esto es habitual también realizarlo 
con liposomas, “liposomas precargados”). Los espectros de emisión con esta 
forma de proceder se muestran en la figura 7.3.3, y las constantes de reparto Kp 
y unión Kb se recogen en la tabla 7.4.  
 
                                                
(a) No se ha realizado el cálculo de la constante de reparto Kp y de unión Kb en el caso de los 
datos correspondientes a la figura 7.3.1, ya que no se llega a obtener la saturación de la señal 
[Santos 2003]. En vez de aumentar la concentración de oligoglicina (a 20ªC, a concentraciones ≥ 
2 mg·mL-1 en agua MilliQ la disolución presenta turbidez), se utilizó la sonda de ultrasonidos  
para favorecer la formación de tectómeros. Así, en la figura 7.3.2 ya se obtiene una clásica curva 
de reparto, alcanzándose la saturación de la señal, y sí se ha calculado la constate de reparto Kp 
y de unión Kb. 
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Figura 7.3.3. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y de la coralina precargada en crecientes 
de oligoglicina en agua MilliQ. b) y c) Representación de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la 
concentración de oligoglicina y ajuste no lineal de los datos (⎯ ). d) Representación de 1/(I–I0) 
de la coralina frente a la inversa de la concentración de oligoglicina y ajuste lineal de los datos 
(⎯ ). [Cor] = 0,1 ppm. Se procedió de forma que los tectómeros se forman en presencia de 
coralina. 
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 Ajuste no lineal 
Ajuste lineal 
(“representación doble 
recíproca”) 
ΔImax/I0 Kp C Kb ΔImax/I0 Kp C Kb 
5,45 9003 6,45 6878 6,34 8726 7,34 6667 
 
Tabla 7.4. Valores de las constantes de reparto Kp y de unión o asociación Kb para 
coralina y oligoglicina en agua MilliQ. Se procedió de forma que los tectómeros se forman en 
presencia de coralina. 
 
Por otro lado, hay que indicar que la eficiencia para la carga de coralina 
es mucho mayor si se realiza a pH 7,4, puesto que la formación de tectómeros es 
masiva a este pH, como se muestra en el apartado 7.1.3. Sucede que los 
tectómeros no son solubles a este pH, calculándose que precipita el 98% de la 
oligoglicina presente. Además los tectómeros pierden su carga positiva a pH 
7,4, lo que también favorecerá la carga de coralina. En el apartado 7.7 se 
muestran los resultados del estudio que se realizó de la desaparición de 
coralina de la disolución mediante espectroscopía vis-UV.  
 
 Finalmente, se realizó un estudio en agua MilliQ irradiando a 410 nm 
múltiples veces las muestras, y se observó que el daño inducido 
fotoquímicamente fue significativamente menor para las muestras en las que la 
coralina estaba en presencia de oligoglicina en comparación con aquéllas en las 
que la coralina se encontraba sola (figura 7.3.4), lo que indica que las moléculas 
de coralina se encuentran protegidas en los tectómeros. 
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Figura 7.3.4. Comparación de la pérdida de intensidad de emisión de la coralina en ausencia 
(⎯ ) y en presencia de cantidades crecientes de oligoglicina en agua MilliQ (hasta concentración 
1.2 mM). En b) se indujo daño fotoquímico irradiando a 410 nm cada una de las muestras 
correspondientes al experimento a). [Cor] = 0,1 ppm. 
 
 
7.3.2 Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
en tampon pH 3,0 
La figura 7.3.5 recoge los espectros de emisión de fluorescencia de una 
serie de muestras de coralina a concentración 0,1 ppm disuelta a pH 3,0 con 
cantidades crecientes de oligoglicina. Como se observa en la figura, no se 
aprecia variación en la intensidad de emisión de la coralina, lo que es debido a 
que las estructuras vesiculares de oligoglicina formadas a pH ácido poseen una 
superficie cargada positivamente debido a la alta protonación de los grupos 
amino terminales, tendrá una fuerte influencia en evitar la incorporación de la 
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coralina, también cargada positivamente. En el caso de las micelas de TTAB y 
CTAB, también con carga positiva, sí teníamos aumentos grandes en los 
espectros de fluorescencia (apartados 6.1.1 y 6.1.2). Sucede que las micelas de 
TTAB y CTAB son estructuras muy abiertas comparado con las micelas de 
oligoglicina, las cuales serán mucho más compactas por existir aún enlaces de 
hidrógeno, lo que impide penetrar a la coralina. 
 
                
 
Figura 7.3.5. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de oligoglicina en tampon a pH 3,0. b) Representación de I0/I de la coralina frente a 
la concentración de oligoglicina.[Cor] = 0,1 ppm. 
 
Se realizó el experimento con otra forma de proceder, esto es, 
disolviendo directamente una cantidad de oligoglicina en una disolución de 
coralina a pH 3,0, de forma que se forman las vesículas de oligoglicina en 
presencia de coralina. Pues bien, apenas se observa un ligero aumento en la 
figura 7.3.6.b, lo que indica que apenas hay incorporación de coralina en las 
micelas cargadas positivamente de oligoglicina a pH 3,0. Estos resultados a pH 
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3,0  indican que el proceso de descarga de coralina acidificando el pH del medio 
será un proceso completo. 
 
 
 
Figura 7.3.6. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de oligoglicina en tampon a pH 3,0. b) Representación de I0/I de la coralina frente a 
la concentración de oligoglicina. [cor] = 0,1 ppm. Se procedió de forma que se forman las 
vesículas en presencia de coralina. 
 
 
7.3.3. Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
en tampon pH 7,4 
Como hemos indicado en el apartado 7.1.3, a pH 7,4 la formación de 
agregados es masiva y además no son solubles, la mayor parte de la 
oligoglicina precipita en estas condiciones de pH, como demostraron las 
imágenes de TEM y los espectros de absorción vis-UV. Se estimó que sólo 
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quedaba un 2% de la concentración de oligoglicina en el sobrenadante, en 
forma de pequeños agregados (figura 7.1.13). 
Como comprobación de que en el sobrenadante a pH 7,4 apenas queda 
concentración de oligoglicina, se realizó el siguiente estudio: se prepararon 
muestras conteniendo coralina 0,1 ppm y cantidades crecientes de sobrenadante 
extraído tras 5 horas de producirse la precipitación de los tectómeros a pH 7,4. 
Se observa una variación muy pequeña en los espectros de emisión de la 
coralina en presencia de sobrenadante (figura 7.3.7).  
 
 
 
Figura 7.3.7. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de oligoglicina (contenidos en el sobrenadante extraído tras 5 horas) en tampon a pH 
7,4. b) Representación de I0/I de la coralina frente a la concentración de oligoglicina. [cor] = 0,1 
ppm. 
  
Por otra parte, en el apartado 7.7 se muestra el estudio realizado por 
espectroscopía de absorción vis-UV de la desaparición de coralina de la 
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disolución al producirse la precipitación de los tectómeros a pH 7,4, quedando 
la mayor parte de coralina incorporada en el precipitado.  
 
 
7.4. Medidas de decaimiento de fluorescencia; tiempo de 
vida del estado excitado 
Muestra 12.A. y 12.B. Coralina 0,2 ppm + oligoglicina 0,4 mg·mL-1 y 
oligoglicina 1 mg·mL-1  en agua MilliQ 
 
En ambas muestras ajustamos a una exponencial, y el tiempo de vida es 
9,5 ns. No aparece una exponencial correspondiente a un tiempo de vida corto, 
y es que la presencia de ión cloruro que acompaña a la oligoglicina no produce 
quenching, por tener poca tendencia a donar densidad electrónica comparado 
con el ión bromuro o ión yoduro. Esto lo hemos comprobado con las muestras 
5.A, 5.B y 5.C del Anexo 6. 
 
Muestra 12.C. Coralina 3 ppm + oligoglicina 0,4 mg·mL-1 en agua MilliQ 
 
A concentraciones altas de coralina, ya hay una presencia de dímeros 
(que contribuyen en un 14% a la señal a 476 nm, muestra 1.C). La adición de 
oligoglicina hace aumentar más aún la cantidad de dímeros de coralina 
(contribuyen en un 48 % a la señal a 476 nm), lo que es debido al aumento de la 
fuerza iónica por la presencia del HCl que acompaña a la oligoglicina, es decir, 
el medio es más polar (apartado 5.2).  
 
 
7.5. Microscopía confocal de fluorescencia 
Las imágenes de microscopía confocal de fluorescencia confirman que la 
coralina se concentra en los tectómeros existentes en disolución, entorno en el 
que es más fluorescente. En la micrografía que se muestra en la figura 7.3.8 se 
observa la fluorescencia correspondiente a las moléculas de coralina 
incorporadas en estas estructuras bidimensionales en disolución, permitiendo el 
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ajuste del equipo eliminar la fluorescencia de fondo de la disolución 
correspondiente a las moléculas de coralina libres. 
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Figura 7.3.8. Imágenes de campo claro y microscopía confocal de fluorescencia de estructuras 
organizadas de oligoglicina 1 mg·mL-1 en presencia de coralina ([cor] = 0,2 ppm) en agua 
MilliQ. 
 
 
7.6. Medidas de potencial Z 
Las medidas del potencial Z de la disolución de oligoglicina 1 mg·mL-1 en 
agua MilliQ, nos dan un valor de +16 mV, lo que será debido a una cierta 
protonación de los grupos amino en agua MilliQ (pH 5,6). El mismo valor se 
obtuvo tanto utilizando el baño de ultrasonidos en la preparación de la 
disolución de oligoglicina como utilizando la sonda de ultrasonidos (Figura 
7.3.9.a). Este potencial Z aumenta hasta alcanzar los +30 mV tras la adición de 
coralina 15 ppm (figura 7.3.9.b), lo que interpretamos ocurre debido a la 
incorporación del catión coralina en la estructura del tectómero (figura 7.3.10).  
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Figura 7.3.9. Imágenes del software utilizado en la determinación del potencial Z de una 
disolución de oligoglicina en ausencia (a) y en presencia de coralina (b). Ver concentraciones en 
el Anexo 5. 
 
La figura 7.3.10 representa cómo se incorpora la molécula de coralina, 
aumentando el valor del potencial Z. 
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Figura 7.3.10. Esquema de la incorporación de la coralina a la estructura organizada de 
oligoglicina en agua MilliQ.  
 
 
7.7. Proceso de carga y liberación de coralina controlada 
por el pH, monitorizada mediante espectroscopía UV-
visible 
En este trabajo se muestra el interés de los tectómeros para la eficiente y 
rápida carga y liberación de coralina controlada por el pH (figura 7.3.11). Se 
realizó el seguimiento de este proceso por espectroscopía UV-visible. Se 
preparó una disolución de coralina (3 ppm) y oligoglicina (2 mg·mL-1) en agua 
MilliQ (pH 5,6). A esta disolución se añadió disolución tampon de pH 7,4, e 
inmediatamente se observó que la mayor parte del péptido había precipitado. 
Después de 4 horas se registró el espectro UV-visible del sobrenadante 
(completamente transparente) en la región correspondiente a la absorbancia de 
la coralina (espectro B), y su comparación con el espectro A indica que una gran 
parte de la coralina inicial no está presente en el sobrenadante y que por tanto 
se ha incorporado en el precipitado. Finalmente, se añadió cierta cantidad de 
disolución tampon a pH 2,2 alcanzando así un pH de 3,0, y se observó que la 
oligoglicina se desensambló instantáneamente a este pH, liberándose toda la 
coralina en la disolución, siendo coincidentes los espectros de absorción de 
ambas disoluciones (A” y B”). Al estar fuertemente protonados los grupos 
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amino terminales a este pH, las fuerzas de repulsión electrostática entre las 
vesículas y la coralina, cargadas ambas positivamente, se favorece la liberación 
total de la coralina.  
 
Por lo tanto, a pH 7,4 el precipitado obtenido está concentrado en 
tectómero, cargado con el fármaco (en este caso coralina). Estos resultados 
señalan claramente que los tectómeros son candidatos muy interesantes para su 
uso como vehículos en aplicaciones de transporte y liberación de fármacos, por 
ejemplo, controlada por el pH. 
 
 
Figura 7.3.11. Proceso de carga y liberación de la coralina controlada por el pH, 
monitorizada por absorción UV-visible. 
 
Es interesante destacar que se comrprobó que el proceso es rápida y 
completamente reversible, por ajuste del pH del medio. 
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Como se ha comentado en el caso de la coralina, el efecto hidrofóbico 
juega un papel fundamental en la incorporación de la coralina en los 
tectómeros. Las estructuras oligoglicínicas podrán incorporar compuestos 
altamente hidrofóbicos, como el β-caroteno, que es insoluble en agua (y soluble 
en diclorometano) (figura 7.3.12) 
 
Figura 7.3.12. Estructura molecular del β-caroteno. 
 
Por ejemplo, en la figura 7.3.13 mostramos como una cantidad apreciable 
de β-caroteno puede ser transferida desde diclorometano a la fase acuosa. La 
figura es muy ilustrativa, ya que el β-caroteno tiene un fuerte color naranja. En 
este experimento, el β-caroteno se disuelve en diclorometano en concentración 
1,5 mg·mL-1, añadiéndose posteriormente agua MilliQ al sistema, y se observa 
cómo no hay transferencia del β-caroteno a la fase superior acuosa en estas 
condiciones (figura 7.3.13.a). Sin embargo, si la fase acuosa contiene oligoglicina 
en concentración de 1 mg·mL-1, una cierta cantidad del β-caroteno sí se 
transfiere a la fase acuosa (en la figura 7.3.13.b aparece la imagen tras 24 horas), 
indicando que se ha cargado en el interior de los tectómeros. Dado que el β-
caroteno es altamente hidrofóbico, deberá encontrarse alojado en la parte 
interior (hidrofóbica) de las estructuras tectoméricas.  
 
A continuación la fase acuosa superior se ha extraído y dividido en dos 
viales. A uno de ellos se le ha añadido tampon a pH 3,0 (figura 7.3.13.c). Esta 
acidificación del medio no produce la precipitación del β-caroteno, lo que 
indica que éste permanece en el interior de las vesículas oligoglicínicas 
formadas en estas condiciones de pH, de forma contraria a lo que ocurre en el 
caso de la coralina, que posee carga positiva y por ello aparecen fuerzas de 
repulsión entre ella y la superficie cargada de estas vesículas, forzando su 
liberación (ver figuras 4.4.17 y 18). Finalmente, al otro vial se le ha añadido 
tampon de pH 7,4 y, como se muestra en la figura 7.3.13.d, los tectómeros 
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precipitan, llevándose el β-caroteno cargado de la disolución (la imagen 
corresponde a 4 horas de sedimentación).  
 
 
 
 
 
   
 
Fig. 7.3.13. Demostración de la solubilización del β-caroteno en disolución acuosa de 
oligoglicina (en a y b, fase acuosa arriba, fase diclorometano abajo). Concentración de β-
caroteno en diclorometano 1,5 mg·mL-1. a) Fase acuosa sin oligoglicina y b) fase acuosa con 
oligoglicina en concentración 1 mg·mL-1, en la que se observa cómo el β-caroteno se ha 
transferido a la fase acuosa desde la fase orgánica después de 24 horas. Después se extrajo la 
fase acuosa de la muestra b y se dividió en dos viales diferentes a los que se añadió c) tampon a 
pH 3,0 y d) tampon pH 7,4. 
 
El mismo experimento se llevó a cabo con una concentración 0.025 
mg·mL-1 de β-caroteno en diclorometano (figura 7.3.14). 
 
 
 
Fig. 7.3.14. Mismo experimento que el descrito en la figura 4.4.24, pero con una  
concentración de β-caroteno en diclorometano 0,025 mg·mL-1. 
 
La capacidad de las estructuras auto-organizadas de oligoglicina para 
permitir la solubilización y extracción de compuestos altamente hidrofóbicos en 
medio acuoso, abre nuevos y atractivos caminos en la utilización de 
(a) (b) (c) (d) 
 
 
 
 
(c) (d) 
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nanotransportadores basados en oligoglicinas para un amplio abanico de 
aplicaciones. 
 
 
7.8. Perspectivas 
Debido a las grandes variaciones del pH fisiológico en diferentes partes 
del cuerpo tanto en condiciones normales como en condiciones patológicas, la 
liberación de fármacos controlada por el pH resulta de gran interés para la 
distribución de fármacos dirigida a sitios específicos. Por ello, las oligoglicinas 
podrían resultar muy útiles en el desarrollo de formulaciones cuya función sea 
la liberación de moléculas con interés terapeútico en entornos ácidos, como en 
el estómago (pH<3). También es sabido que algunos de los tejidos patológicos 
(tumores, tejidos inflamados y tejidos infectados) presentan un pH más ácido 
comparados con el pH de los tejidos sanos [Balamuralidhara 2011]. 
 
 El efecto hidrofóbico juega un papel fundamental en la incorporación de 
la coralina en las estructuras oligoglicínicas, y por esta razón este estudio podría 
extenderse a un gran número de fármacos de interés terapéutico (nitidina,  
fagaronina,  camptotecina, elipticina, flavopereirina, derivados de acridina, por 
nombrar algunos ejemplos), para los cuales el efecto hidrofóbico también será 
importante debido a sus estructuras aromáticas. Teniendo en cuenta que la 
hidrofobicidad es uno de los obstáculos que impiden utilizar una gran cantidad 
de fármacos anticancerígenos, resulta ser de gran interés el potencial uso de 
péptidos oligoglicínicos como sistemas biocompatibles de administración de 
fármacos anticancerígenos. 
 
Hemos mostrado que los tectómeros pueden ser utilizados como 
vehículos para poner en disolución moléculas altamente hidrofóbicas muy poco 
solubles en agua como por ejemplo  -caroteno, lo que podría extenderse a otros 
casos, como vitaminas liposolubles, tóxicos… con potenciales aplicaciones en 
cosmética, biodetoxificación, nutrición… 
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 Se ha demostrado que las superficies cargadas negativamente, como es el 
caso de la mica, promueven el auto-ensamblaje de oligoglicinas [Tsygankova 
2011]. Los valores de potencial Z medidos para las oligoglicinas en agua MilliQ 
sugieren que la interacción con superficies cargadas negativamente deben estar 
favorecidas, por lo que se puede esperar que los tectómeros se unan fácilmente 
a la mucina segregada por las mucosas y a las membranas celulares. Por ello, 
estos tectómeros, una vez cargados de fármacos, podrían encontrar aplicaciones 
como sistemas bioadhesivos [Mady 2010, Yadav 2010], proporcionando una 
absorción mayor del fármaco a través de las superficies mucosas.  
 
 Es más, los tectómeros podrían unirse en lugares diana, aprovechando 
que los grupos amino terminales de las capas peptídicas resultan fáciles de 
modificar mediante métodos químicos, y existiendo la posibilidad de realizar 
modificaciones tanto en su estado monomérico como una vez auto-organizados 
en tectómeros [Tuzikov 2003]. Por lo tanto, los tectómeros cargados de fármaco 
podrían unirse de forma específica a células o tejidos específicos. Así por 
ejemplo, la glicosilación de los tectómeros podría ser interesante para unirse a 
la galectina, una proteína producida en grandes cantidades por las células 
tumorales [Bovin 2008]. 
 
 El efecto de la forma de la partícula sobre el rendimiento del transporte 
del fármaco ha ganado atención en los últimos años debido a su influencia en la 
biodistribución tisular y captación endocítica [Champion 2007]. La forma plana 
de los tectómeros podría ser una ventaja, frente a la forma esférica de micelas y 
liposomas, en el campo de la distribución dirigida de fármacos y la ciencia de 
los materiales [Gratton 2008,  Geng 2007], pues se maximiza las interacciones 
con tejidos celulares u otras superficies. 
 
Además, hemos comprobado que estos tectómeros son estables en 
disolución durante al menos tres meses, almacenados a temperatura ambiente. 
Por tanto, la estabilidad de estos liposomas en disolución es muy alta en 
contraste con la de los liposomas, que tienden fácilmente a la agregación, lo que 
se traduce en fugas, y son necesarios diferentes métodos para mejorar la 
estabilización con respecto al envejecimiento [Kumar 2011, Zhang 2006]. 
 
7. Tectómeros como transportadores de moléculas con considerable carácter hidrofóbico. 
Estudio de la interacción entre la coralina y estructuras auto-organizadas 2D  
de oligoglicina en función del pH 
 
268 
 Otro tipo de sistemas que se utilizan para el desarrollo de formulaciones 
para la liberación controlada de fármacos tanto en medio ácido, como básico 
como neutro son los hidrogeles [Mady 2010, Y. Qiu 2001]. Al contrario que los 
hidrogeles, cuya mayor debilidad es su baja velocidad de respuesta [Y. Qiu et 
al.], en el caso de los tectómeros hemos visto que su formación y destrucción es 
muy rápida. 
 
Los resultados indican que, al cargar los tectómeros con moléculas 
fluorescentes, se puede considerar a dichos tectómeros como un sensor de pH, 
pues podemos observar la formación o destrucción de las placas de tectómeros 
según el pH, mediante imágenes de microscopía confocal de fluorescencia. Así 
por ejemplo, se podría distinguir tejido normal frente células tumorales, 
frecuentemente a pH ácido. Por otro lado, también sería posible trabajar con 
tectómeros funcionalizados de forma que se vieran imágenes de su colocación 
selectiva en lugares de interés; por ejemplo los tectómeros cargados con 
moléculas fluorescentes podrían actuar como sensores de la presencia de virus, 
dada la capacidad de los tectómeros que se ha descrito de adherirse a virus. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
7. Tectómeros como transportadores de moléculas con considerable carácter 
hidrofóbico. Estudio de la interacción entre la coralina y estructuras auto-organizadas 
2D de  
oligoglicina en función del pH 
 
  
269 
REFERENCIAS 
Balamuralidhara V., Pramodkumar T. M., Srujana N., Venkatesh M.P., Gupta 
N. V., Krishna K.L., Gangadharappa H.V. pH sensitive drug delivery systems: 
A review. Am. J. Drug Discov. Dev. 2011; 1: 24-48. 
 
Bovin N. V., Tuzikov A. B., Chinarev A. A., Gambaryan A. S. Multimeric 
glycotherapeutics: new paradigm. Glycoconjugate Journal 2004, 21, 471-478. 
 
Bovin N. V., Tuzikov A. B., Chinarev A. A. Oligoglycines: Materials with 
Unlimited Potential for Nanotechnologies. Nanotechnologies in Russia 2008; 3: 291–
302. 
 
Champion J. A., Katare Y. K., Mitragotri S. Particle shape: a new design parameter 
for micro- and nanoscale drug delivery carriers. J. Control Release 2007; 121: 3–9.  
Coleman J. L., Lotya M., O’Neill A., Bergin S. D., King P. J. Two-Dimensional 
Nanosheets Produced by Liquid Exfoliation of Layered Materials. Science 2011; 331: 
568-571. 
 
Geng Y., Dalhaimer P., Cai S., Tsai R., Tewari M., Minko T., Discher D. E. Shape 
effects of filaments versus spherical particles in flow and drug delivery. Nature 
Nanotechnology 2007; 2: 249-255. 
 
Gratton S. E., Ropp P. A., Pohlhaus P. D., Luft J. C., Madden V. J., Napier M. E., 
DeSimone J. M. The effect of particle design on cellular internalization pathways. 
Proc. Natl. Acad. Sci. U. S. A. 2008; 105: 11613–18. 
 
Kumar K. S., Jyothi T., Nagendar S., Devipriya S., Kumar G. V., Babu M. S. S. 
PHARMANEST - An International Journal of Advances In Pharmaceutical 
Sciences 2011; 2: 301-307. 
 
Lavoie E. J. Patent WO 1997029106 A1: Coralyne analogs as topoisomerase 
inhibitors, 1997. 
Liu A. L. Advances in Planar Lipid Bilayers and Liposomes. Ed. Elsevier 2007. 
 
7. Tectómeros como transportadores de moléculas con considerable carácter hidrofóbico. 
Estudio de la interacción entre la coralina y estructuras auto-organizadas 2D  
de oligoglicina en función del pH 
 
270 
Mady M. M., Darwish M. M. Effect of chitosan coating on the characteristics of 
DPPC liposomes. Journal of Advanced Research 2010; 1: 187–191. 
Nicolosi V., Chhowalla M., Kanatzidis M. G., Strano M. S., Coleman J. N.. 
Liquid Exfoliation of Layered Materials. Science 2013; 340, DOI: 
10.1126/science.1226419. 
Qiu Y., Park K. Advanced Drug Delivery Reviews 2001, 53, 321–339. 
Santosa N. C., Prieto M., Castanho M. A. R. B. Quantifying molecular partition into 
model systems of biomembranes: an emphasis on optical spectroscopic methods. 
Biochimica et Biophysica Acta 2003; 1612: 123– 135. 
 
Toptygin D. Effects of the solvent refractive index and its dispersion on the radiative 
decay rate and extinction coefficient of a fluorescent solute. J. Fluoresc. 2003; 13: 201-
219. 
 
Tsygankova S. V., Chinarev A. A., Tuzikov A. B., Zaitsev I. S., Severin N., 
Kalachev A. A., Rabe J. P., Bovin N. V. Assembly of Oligoglycine Layers on 
Mica Surface. Journal of Biomaterials and Nanobiotechnology 2011; 2: 91-97. 
 
Tsygankova S. V., Chinarev A. A., Tuzikov A. B., Severin N., Kalachev A. A., 
Rabe J. P., Gambaryan A. S., Bovin N. V. Biantennary oligoglycines and glyco-
oligoglycines self-associating in aqueous médium. Beilstein J. Org. Chem. 2014; 10: 
1372–1382. 
 
Tuzikov A. B., Chinarev A. A., Gambaryan A. S., Oleinikov V. A., Klinov D. V.  , 
Matsko N. B., Kadykov V. A., Ermishov M. A., Demin I. V., Demin V. V., Rye P. 
D., Bovin N. V. Polyglycine II nanosheets: supramolecular antivirals? 
ChemBioChem 2003; 4: 147–154. 
 
Yadav V. K., Gupta A. B., Kumar R., Yadav J. S., Kumar B. Mucoadhesive 
polymers: means of improving the mucoadhesive properties of drug delivery system. J. 
Chem. Pharm. Res. 2010; 2: 418-432. 
7. Tectómeros como transportadores de moléculas con considerable carácter 
hidrofóbico. Estudio de la interacción entre la coralina y estructuras auto-organizadas 
2D de  
oligoglicina en función del pH 
 
  
271 
 
Zhang L., Granick S. How to stabilize phospholipid liposomes (using nanoparticles). 
Nano Letters 2006; 6: 694-698. 
 
Zhu Z., Tain R., Rhodes C. A study of the decomposition behaviour of 12-
tungstophosphate heteropolyacid in solution Canadian Journal of Chemistry 2003; 81: 
1044-1050 
 
 
 
 
 
 
V. Conclusiones 
generales 
  
 

5. Conclusiones generales  
  
275 
8. CONCLUSIONES GENERALES 
 
1. El catión coralina como biomarcador fluorescente en estructuras 
auto-organizadas 
 
* Se ha demostrado que el catión coralina puede actuar como biomarcador 
fluorescente incorporándose a estructuras auto-organizadas en disolución como 
micelas, liposomas, estructuras fibrilares y bidimensionales, constituidas por 
diversos tipos de compuestos, como: surfactantes, lípidos y moléculas anfifílicas 
peptídicas. Todos ellos incluyen en su estructura cadenas hidrocarbonadas.  Es 
posible trabajar en condiciones de dilución tales que la formación de dímeros 
de coralina no sea significativa. 
 
* La incorporación de la coralina a las estructuras auto-organizadas se ha 
comprobado por incrementos en su emisión fluorescente, mediante medidas 
espectroscópicas en estado estacionario y resueltas en el tiempo, así como por 
imágenes de microscopía confocal de fluorescencia, en las que se aprecia una 
fluorescencia más elevada en las estructuras que en el fondo de la disolución, 
correspondiente a las moléculas de coralina libres. Además, las medidas de 
fluorescencia en presencia del quencher ión yoduro en la disolución indican 
que la coralina se encuentra protegida en presencia de estas estructuras. En este 
sentido, se comprobó también que el daño inducido fotoquímicamente fue 
significativamente menor para las muestras en las que la coralina estaba 
incorporada en las estructuras organizadas que en las que sólo contenían 
coralina. 
 
* Los aumentos de fluorescencia obtenidos para la coralina en presencia de 
estructuras auto-organizadas formadas por moléculas anfifílicas en disolución 
se pueden explicar en términos de la incorporación de coralina en un medio 
más apolar y rígido. Así, se produciría una disminución en la constante no 
radiativa knr (por disminuir los procesos de desactivación no radiativos por 
interacciones con el disolvente polar que compiten con la fluorescencia) y un 
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aumento en la constante de desactivación radiativa kr (relacionado con el 
aumento local del índice de refracción en el entorno de la molécula de coralina).  
 
* La utilización del conjunto de técnicas analíticas nos ha permitido proponer 
mecanismos razonables de incorporación de la coralina a las estructuras auto-
organizadas estudiadas, que se detallan en las conclusiones para cada una de 
ellas. Como mecanismo general para todos los casos, la fuerza impulsora que 
favorece la incorporación de la coralina en las estructuras organizadas que 
forman las moléculas anfifílicas en disolución acuosa es un importante efecto 
hidrofóbico por su estructura aromática, con lo que minimiza las repulsiones 
electrostáticas. Además, la coralina, a pesar de ser un catión, tiene alta 
deslocalización de su carga en su sistema de anillos aromáticos conjugados. 
Asimismo, su geometría plana también favorecerá su penetración en las 
estructuras organizadas. 
 
En el caso de micelas formadas a partir de TTAB y CTAB: 
 
- En el caso de micelas positivas de TTAB, obtenemos importantes aumentos de 
fluorescencia (I0/I del orden 0,4 para concentración de surfactante a partir de la 
concentración micelar crítica 4 mM). 
 
- La coralina tiene más dificultades en penetrar en las micelas de CTAB que en 
las de TTAB, pero aun así se obtienen aumentos del orden de I0/I= 0,65 tras 
alcanzarse la concentración micelar crítica 1 mM. El CTAB tiene una cadena 
hidrocarbonada más larga que el TTAB, presenta menor concentración micelar 
crítica y forma micelas con mayor número de agregación.   
 
- El contra-ión bromuro de los surfactantes produce quenching de la 
fluorescencia de la coralina a partir de una cierta concentración de CTAB y 
TTAB según se observa en los resultados de tiempos de vida del estado 
excitado. Así, la intensidad de fluorescencia no se mantiene constante y 
comienza a disminuir a partir de una determinada concentración de 
surfactante, siendo este efecto especialmente marcado para el CTAB.  
5. Conclusiones generales  
  
277 
- Existe una mayor protección frente al quencher ión yoduro en el caso de las 
micelas de TTAB que de CTAB.  
 
- Las moléculas de coralina se acumulan en el entorno apolar de las micelas de 
TTAB y CTAB, en el que presentan más fluorescencia que las moléculas de 
coralina libres rodeadas de moléculas de agua en la disolución, como muestran 
las imágenes de microscopía confocal de fluorescencia. Ello indica que la 
coralina se incorpora dentro de la micela, pues no tendría sentido en este caso 
plantearse que quedase interaccionando en la parte exterior cargada 
positivamente. 
 
- Al incorporarse en los agregados micelares de TTAB, y debido al pequeño 
tamaño de éstos, la coralina producirá cambios en la morfología de la micela, 
abriéndola debido a las repulsiones electrostáticas. Esto hace disminuir la 
densidad de carga superficial, como se deduce del hecho de que el valor de 
potencial Z positivo de las micelas de TTAB se hace menor en presencia de 
coralina. 
 
- A pesar de ser un catión, la coralina interacciona con las micelas positivas, 
superando la repulsión electrostática. En el caso del fluoróforo berberina, 
también catiónico, se comprobó que no había ningún cambio en la fluorescencia 
en presencia de micelas positivas, lo que indica ausencia de interacción. La 
razón es que la carga positiva de la coralina se encuentra bastante deslocalizada 
por la molécula y ello minimiza las repulsiones electrostáticas. Sin embargo, las 
interacciones electrostáticas son dominantes en el caso de la berberina, ya que 
su carga positiva está más localizada que en el caso de la coralina.  
 
En el caso de micelas formadas a partir de SDS: 
 
- En el caso de micelas negativas de SDS, a partir de la concentración micelar 
crítica de surfactante (~ 8 mM) también tenemos aumentos de fluorescencia. Sin 
embargo, a concentraciones menores hay quenching, por donación de carga de 
los grupos sulfato de  moléculas de SDS a la coralina. 
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- Las moléculas de coralina se concentran en las micelas y en este microentorno 
presentan mayor fluorescencia que libres en disolución, como confirman las 
imágenes de microscopía confocal de fluorescencia. En este caso las 
interacciones electrostáticas son favorables para su incorporación en las micelas. 
 
- La protección frente al quencher ión yoduro es prácticamente completa para la 
coralina en presencia de micelas de SDS, lo que indica que se encuentra 
mayoritariamente incorporada en el interior de la micela.  
 
- La intensidad de fluorescencia no se mantiene constante tras alcanzarse el 
máximo de intensidad al aumentar la concentración de SDS, lo cual se atribuye 
a cierta donación de carga a la coralina por parte de las moléculas de SDS como 
se deduce de los resultados de fluorescencia con resolución temporal.  
 
- En condiciones de alta concentración de coralina en agua, los dímeros 
presentes se rompen, incorporándose la coralina como monómero en las 
micelas de SDS. Este resultado concuerda con los resultados obtenidos de 
espectroscopía de absorción vis-UV y por medidas de fluorescencia con 
resolución temporal.   
 
- Al incorporarse  moléculas de coralina a las micelas de SDS, se compensarán 
parcialmente las repulsiones electrostáticas entre las cabezas negativas de SDS 
en la micela, que pueden aproximarse entre sí, lo que se refleja en los valores 
más negativos de potencial Z medidos en presencia de coralina.   
 
En el caso de micelas formadas a partir de DPC: 
 
- En agua, las cabezas zwitteriónicas de las micelas de DPC se orientan con las 
cargas negativas hacia el exterior, como muestran los valores de potencial Z 
negativos. Las moléculas de coralina incorporadas en las micelas de DPC 
“empujan” la parte positiva de las cabezas zwiteriónicas hacia el exterior, por lo 
que el potencial Z se hace más positivo. Se detecta que las micelas de DPC son 
más compactas respecto a la penetración de la coralina que las de SDS o TTAB, 
ya que a partir de la concentración micelar crítica (1,1 mM) siguen obteniéndose 
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de forma progresiva aumentos de fluorescencia, hasta llegar a estabilizarse la 
fluorescencia a concentraciones bastante más altas que en el caso de SDS o 
TTAB. Ello es debido a las fuertes interacciones de tipo dipolo-dipolo 
establecidas entre las cabezas zwiteriónicas de la DPC. Asimismo, cuando se 
trabaja en condiciones de alta concentración, se constata también que los 
dímeros de coralina se rompen, para incorporarse como monómeros en las 
micelas, de forma similar a lo que sucede en el caso de SDS.  
 
- Los estudios muestran protección frente al quencher ión yoduro, aunque no 
tanto como en el caso de las micelas de SDS. Hemos calculado el valor de la 
constante de reparto para la coralina en las micelas de DPC (Kp = 287). 
 
En el caso de liposomas DPPC y DPPC/colesterol: 
 
- El tamaño, estabilidad y homogeneidad de los liposomas preparados, a pH 
fisiológico, a partir de DPPC/colesterol (diámetro ~ 90-100 nm de diámetro) fue 
mayor que en el caso de los preparados a partir de DPPC (diámetro ~ 50 nm). 
Los liposomas fueron obtenidos en el laboratorio por sonicación y 
caracterizados por AFM y DLS.  
 
- Se obtuvieron en ambos casos aumentos de fluorescencia para la coralina al en 
presencia de liposomas, lo que indica que las moléculas de coralina son más 
fluorescentes tras su incorporación en los liposomas. 
.  
- En cuanto a los estudios de quenching, el ión yoduro es un quencher poco 
eficaz en tampon pH 7,4 comparado con agua, al estar los iones yoduro 
interaccionando o rodeados de iones de signo contrario del tampon. 
Consecuentemente, la protección por la presencia de liposomas es menos 
notoria en tampon que en agua.  
 
- Los valores medidos de potencial Z en el caso de liposomas conteniendo 
colesterol son mucho más negativos que los que no lo contienen, debido a la 
interacción del colesterol con la parte positiva de las cabezas zwiteriónicas, que 
quedan exponiendo hacia el exterior la parte negativa del dipolo. El potencial Z 
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se hace más positivo al incorporar moléculas de coralina, ya que en las 
proximidades de la coralina las cabezas zwiteriónicas se orientarán con la parte 
positiva hacia afuera por la repulsión electróstática originada. 
 
- A partir de los aumentos de fluorescencia obtenidos, se calculó la constante de 
reparto, siendo los valores para liposomas conteniendo colesterol más elevados 
que sin colesterol (Kp =  7348 y 6408, respectivamente). Se debe tener en cuenta 
que, en el caso de liposomas conteniendo colesterol, la densidad de carga 
superficial es mucho más negativa, la estructura de la bicapa lipídica es más 
rígida y ordenada, y las interacciones que pueden establecerse entre coralina y 
colesterol también pueden favorecer la incorporación de la coralina en los 
liposomas. Se detecta que el entorno es más polar en el caso de los liposomas 
con colesterol, así tenemos valores menores para los aumentos de fluorescencia 
(I0/I≈0.75). 
 
- La carga de coralina es más eficiente en los liposomas que en las micelas, 
siendo las constantes de reparto (Kp) más de un orden de magnitud mayor, 
resultado éste general, debido a la naturaleza dinámica de las micelas.  
 
En el caso de fibras formadas por moléculas anfifílicas peptídicas: 
 
- C16ALA ALA VAL en agua forma fibras de corta longitud que se pueden 
considerar micelas alargadas (~200 nm de longitud, según la caracterización 
por TEM). Las imágenes de microscopía confocal de fluorescencia indican 
fuertes aumentos de fluorescencia para la coralina incorporada en estas fibras, 
respecto de las moléculas libres en solución. La ionización de los grupos 
carboxílicos terminales en agua harán que existan interacciones electrostáticas 
favorables para la incorporación de coralina en estas estructuras. 
 
- En el caso de la molécula anfifílica peptídica C12Aβ(11-17), se caracterizaron 
las fibras formadas en agua, por TEM y microscopía confocal de fluorescencia, a 
dos concentraciones. A 0,28 mM existen fibras individuales con geometría 
cilíndricas de longitud de longitudes ~500 nm y anchura ~10 nm. Cuando la 
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concentración aumenta a 1,87 mM, las fibrillas son más largas, de varias micras 
que se encuentran asociadas en paralelo, formando estructuras amiloides 
rígidas, estabilizadas por enlaces de hidrógeno.  
 
- Los estudios de la interacción con coralina muestran aumentos importantes de 
intensidad de fluorescencia, lo cual resulta llamativo, ya que este resultado 
sugiere que la coralina se incorpora con cierto grado de penetración en estas 
estructuras, quedando protegida en un ambiente más rígido y apolar, a pesar 
de existir una cabeza polar formada por siete aminoácidos, enlaces de 
hidrógeno y repulsiones electrostáticas con dos aminoácidos portadores de 
carga positiva.  
 
- Se realizó un cálculo aproximado de la constante de reparto (Kp = 1117) cuyo 
valor se encuentra entre el de las micelas y los liposomas.  
 
 
2. Tectómeros de oligoglicinas biantenarias: estructuras 
bidimensionales que son nuevos transportadores de moléculas 
 
 
* Los tectómeros de oligoglicina biantenaria presentan estructura cristalina y 
bidimensional cuyo tamaño es del orden de varias micras, y espesor ~6 nm para 
una placa individual de tectómero, como se confirma por los resultados de 
microscopía electrónica, difracción de electrones y microscopía de fuerzas 
atómicas. 
 
* Los tectómeros descritos son entidades que permiten el transporte en 
disolución, mediante una eficiente, rápida y reversible carga y descarga 
controladas por el pH, de moléculas con considerable carácter hidrofóbico, tales 
como la coralina o el β-caroteno. 
 
* Los tectómeros son muy estables, biocompatibles y su forma plana maximiza 
la superficie de interacción con moléculas y/o superficies, lo cual representa 
una ventaja respecto a la forma esférica de micelas y liposomas.  
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* La propiedad esencial en el transporte de moléculas con carácter hidrofóbico 
por los tectómeros radica en la presencia de una cadena hidrocarbonada en la 
parte central de la molécula de oligoglicina biantenaria. La contribución 
solvofóbica juega un papel fundamental en el transporte de estas moléculas, 
como se muestra en el caso de la coralina o el β-caroteno.  
 
* La coralina se encuentra incorporada en los tectómeros, como confirman los 
aumentos de intensidad de fluorescencia obtenidos, las imágenes de 
microscopía confocal de fluorescencia, la protección frente al quencher ión 
yoduro, las medidas de potencial Z y la protección que se han observado 
respecto al daño fotoquímico. Se ha calculado, por medio de medidas de 
intensidad de fluorescencia, una eficiente carga de coralina por los tectómeros 
en agua MilliQ, constante de reparto Kp = 4798. Es más, si la formación de los 
tectómeros se lleva a cabo en presencia de coralina, se alcanza el valor Kp = 
9003. En el caso de los tectómeros obtenemos los mayores aumentos de 
fluorescencia (I0/I ~ 0.2). 
 
* El proceso de carga de coralina por el tectómero es más eficiente a pH de 7,4, 
siendo masiva a este pH la formación y precipitación de los tectómeros, debido 
a la disminución de la protonación del grupo amino terminal. A este pH se 
precipita el 98% de la oligoglicina, según se ha determinado por medidas de 
espectroscopía visible-UV.  
 
* La descarga de coralina de los tectómeros se puede lograr variando el pH a 
valores ácidos, debido a su inmediata destrucción, liberando de este modo su 
carga. Los tectómeros no son estables a pH ácidos debido a la repulsión 
electrostática provocada por la protonación de los grupos amino terminales. Se 
ha comprobado por espectroscopía visible-UV que la liberación de coralina es 
completa a pH 3,0, siendo los procesos de carga y descarga rápidos y 
completamente reversibles. 
* Al cargar los tectómeros con moléculas fluorescentes, es posible considerar a 
estas  estructuras como un sensor de pH, pues podemos observar la formación 
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o destrucción de las placas de tectómeros según el pH del entorno, mediante 
imágenes de microscopía confocal de fluorescencia.   
 
* El transporte de moléculas por los tectómeros es útil en el caso de moléculas 
altamente hidrofóbicas e insolubles en agua: por ejemplo, se ha transferido β-
caroteno, que muestra solubilidad nula en agua, de una fase orgánica 
(diclorometano) a fase acuosa empleando los tectómeros disueltos en fase 
acuosa. 
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ANEXO 1. pH del agua MilliQ 
 Un equipo Siemens LaboStar DI / UV 2, ultrapure water system fue 
utilizado para proporcionar agua MilliQ con resistividad 18,2 MΩ·cm a 25ºC y 
pH ligeramente ácido debido al CO2 disuelto, que forma ácido carbónico. 
 
 Estamos interesados en conocer con precisión el pH del agua MilliQ 
empleada, ya que especialmente la formación de las estructuras auto-
organizadas en solución de oligoglicina (tectómeros, capítulo 7) es muy sensible 
al valor de pH. También la formación de fibras peptídicas (apartado 6.3) es 
dependiente del pH. 
 
 Existe dificultad en medir con precisión el pH del agua desionizada 
directamente con un pHmetro, debido a la baja conductividad eléctrica que ésta 
presenta. Se puede resolver el problema aumentando la conductividad sin 
modificar significativamente el pH, como por ejemplo añadiendo KCl, y con el 
equipo calibrado y con el sistema automático de compensación de temperatura, 
se obtuvo el valor pH = 6,3 a 22ºC.  
 
Por otro lado, hemos confirmado este valor realizando el siguiente 
experimento: se prepararon varias disoluciones de un ácido débil de pKa 
conocido, el ácido p-nitro fenol, en tampon comerciales (Fluka) de distintos pH, 
y se registraron los espectros de absorción a temperatura ambiente (22ºC). La 
concentración de ácido total fue la misma en todas las muestras. Además se 
añadió NaCl en todas las muestras (0.0899 M) para mantener constante la 
fuerza iónica del medio y por tanto del pKa. También se preparó una muestra 
en agua MilliQ en vez de en tampon. Como se puede ver en la figura A.1, el pH 
correspondiente a la muestra en agua MilliQ es ligeramente ácido y próximo a 
6. Su valor se calculó por medio de la ecuación de Henderson-Hesselbach: 
  
                                                                              pKa  =  pH  +  log  
AA
AA
A
B
−
−  + 
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+
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donde  el  pKa  del  ácido  p-­‐‑nitrofenol  tiene  el  valor  7.22,  I  es   la  fuerza  iónica,  A  
representa  la  absorbancia,  a  la  longitud  de  onda  de  trabajo  elegida,  del  ácido  p-­‐‑
nitrofenol  en  agua  MilliQ,  AA  la  absorbancia  del  ácido  p-­‐‑nitrofenol  en  tampon  
de  pH  ácido  (2,2)  y  AB  la  absorbancia  de  pH  básico  (10,0),  datos  que  aparecen  
recogidos  en   la   tabla  A.1.  Así  el  valor  de  pH  del  agua  MilliQ  que  se  calcula  a  
temperatura  ambiente  (22ºC)  mediante  esta  ecuación  es  6,3.  
 
Figura A.1. Espectros de absorción vis-UV del ácido para-nitrofenol a pH 2,2 (⎯ ); 6,0 (⎯ ); 6,86 
(⎯ ); 7,0 (⎯ ); 7,4 (⎯ ); 8,0 (⎯ ); 10,0 (⎯ ) y agua MilliQ (⎯ ), que corresponde a un pH 6,2. 
 
 
 
pH A (400 nm) 
2,2 0 
6,0 0,105 
6,86 0,432 
7,0 0,536 
7,4 0,776 
8,0 1,037 
10,0 1,211 
Agua 
MilliQ 
0,134 
 
Tabla A.1. Valores de absorbancia del ácido  
para-nitrofenol a diferentes pHs 
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ANEXO 2. Gráficas de I0/I 
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ANEXO 3. Tabla resumen de los valores de las constantes de reparto Kp y unión Kb.  
Resultados en agua MilliQ (excepto en el caso de los liposomas DPPC y DPPC/Col, cuyos experimentos se realizaron en tampon 
pH 7,4). 
 
Ajuste no lineal 
Ajuste lineal 
 (“representación doble recíproca”) 
ΔImax/I0 Kp C Kb ΔImax/I0 Kp C Kb 
DPC  2,45 287 3,45 95 2,58 227 3,58 75 
DPPC* 0,86 6408 1,86 4416 0,85 6531 1,85 4500 
DPPC/Col * 0,33 7348 1,33 5063 0,38 7257 1,38 5000 
C12Aβ  (11-17) 1,18 1117 2,18 1123 1,98 498 2,98 500 
Oligoglicina 3,33 4798 4,33 3666 4,69 3272 5,69 2500 
Oligoglicina** 5,45 9003 6,45 6878 6,34 8726 7,34 6667 
 
Ver capítulo 4: El ajuste lineal (o representación gráfica “doble recíproca”) se corresponde con la ec 4.6. El ajuste no lineal, se corresponde con 
la ecuación 4.5, y conlleva menos imprecisión matemática. 
* Se ha considerado, tal como se recomienda en la bibliografía, que el lípido disponible para la incorporación del fluoróforo, en la parte 
externa de las vesículas unilamelares de pequeño tamaño (SUV), es el 60%. Ver apartado X. 
** Se procede de forma que los agregados de oligoglicina (tectómeros) se forman en presencia de coralina. Ver apartado X. 
 
 
ANEXO 4. Protección frente al quencher ion yoduro.  
 
Anexo 4.A. Gráfico comparativo de los diferentes casos estudiados 
en agua MilliQ.  
Desactivación de la coralina 0,2 ppm en agua MilliQ en presencia de 
cantidades crecientes de KI (). Además se incluyen las gráficas 
correspondientes al mismo experimento pero en presencia de SDS (), TTAB 
(), CTAB () y DPC (). En todos los casos [surfactante] = 0,011 M. 
 
                 
 
 
 
 
 Las constantes de Stern-Volmer obtenidas son KS-V (M-1): TTAB -31,74; CTAB 
60,62; SDS 3,69; DPC 119,00. Sin presencia de surfactante 234,27. 
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Anexo 4.B. Gráfico comparativo de los diferentes casos estudiados 
en tampon pH 7,4. 
Desactivación de la coralina en presencia de cantidades crecientes de KI: 
(), coralina en presencia de DPPC 2,5 mM () y coralina en presencia de 
DPPC/colesterol 2,5 mM (). En todos los casos [coralina] = 0,1 ppm. 
                             
   
 
 
 Las constantes de Stern-Volmer son KS-V (M-1): DPPC 142,90; DPPC/COL 
136,56. Sin presencia de lípido 186,28. 
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ANEXO 5. Tabla resumen de los valores de potencial Z 
(mV) obtenidos para disoluciones en agua MilliQ de las 
distintas estructuras auto-asociadas, en ausencia y en 
presencia de coralina. ([NaCl] = 1 mM).  
 
Analito [coralina] = 0 [coralina] = 15 ppm 
SDS (15 mM) -69.5 -74.9 
TTAB (15 mM) 58.7 13.2 
DPC (15 mM)   -3.5 -0.7 
DPPC (0.8 mM) -0.5 13 
DPPC/Col (0.8 mM) -45.6 0.5 
C12Aβ11-17 (0.9 mM) 35.5 38.1 
Oligoglicina (1.2 mM) 16.3 29.8 
 
ANEXO 6. Resultados de las medidas de decaimiento de 
la fluorescencia: tiempo de vida del estado excitado. 
 
Se han registrado en todos los ejemplos los datos a longitud de onda de 
emisión 476 nm (a la que presenta el máximo de emisión el monómero) y a 520 
nm (a la que presenta el máximo de emisión el dímero, ver Figura 5.2.4). En 
algunos casos, también se ha registrado la señal a 550 nm, para detectar con 
más facilidad la presencia de dímero, ya que el monómero a esta longitud de 
onda se aleja considerablemente de su máximo de emisión. 
 
Presentamos en este anexo los resultados del análisis conocido como 
“Tail Fitting”, ya que como se ha comentado en el apartado 3.2.2, el método de 
deconvolución (que elimina la respuesta del instrumento IRF) no es necesario 
cuando el pulso de excitación (laser de femptosegundos) es muy corto 
comparado con el tiempo de vida del estado excitado del fluoróforo. Hemos 
comprobado en varios casos que obtenemos resultados similares con ambos 
métodos de análisis, sólo observándose diferencia en los tiempos de vida muy 
cortos del orden de 2 ó 3 ns, que se asignan a la presencia de quenchers de la 
coralina. Mostramos en la Figuras A.6.a y A.6.b algunos ejemplos en los que se 
compara el método de deconvolución y el método Tail Fitting: 
 
__________________ 
(*)  Con este símbolo se han marcado los ajustes en el análisis del decaimiento de 
fluorescencia que hemos elegido como los más adecuados. 
 
 Con este símbolo se marcan los ajustes no adecuados, que se incluyen sólo con fines 
ilustrativos, para justificar la necesidad de aumentar el número de exponenciales en el 
ajuste. 
 
 
 
 
 
 
 
Coralina 1 ppm en etanol 
476 nm (tail fitting) 
476 nm (deconvolución  
eliminando IRF) 
  
    χ2 = 1,050 ; τ  = 7,96 ns       χ2 = 1,238 ; τ  = 7,92 ns 
 
Figura A.6.a. Comparación de los métodos de ajuste por tail fitting y por deconvolución 
eliminando la respuesta del instrumento, IRF, para la coralina en metanol de concentración 1 
ppm. 
 
Coralina 1 ppm en diclorometano 
476 nm (tail fitting) 
476 nm (deconvolución  
eliminando IRF) 
  
     χ2 = 1,082  
 f1 = 6,93 ; τ1 = 3,40 ns 
f2 = 93,07 ; τ2 = 6,91 ns 
     χ2 = 1,397  
 f1 = 23,98 ; τ1 = 2,78 ns 
f2 = 76,02 ; τ2 = 6,82 ns 
 
Figura A.6.b. Comparación de los métodos de ajuste por tail fitting y por deconvolución 
eliminando la respuesta del instrumento, IRF, para la coralina en diclorometano de 
concentración 1 ppm. 
El tiempo de vida del estado excitado τ y el rendimiento cuántico de 
fluorescencia vienen dados por las ecuaciones: 
! =
1
kr + knr
 (1) 
! =
kr
kr + knr
 (2) 
y por tanto 
! = kr !"   (3) 
donde kr y knr son la constantes de desactivación radiativa y de los procesos no 
radiativos, respectivamente.  
 
Cuando la coralina se encuentra incorporada en una estructura 
organizada, como micela, liposoma etc, es de esperar que knr disminuya, ya que 
en un entorno menos polar se ve protegida de interacciones con las moléculas 
de agua (choques, formación de puentes de hidrógeno), que suponen vías de 
desactivación que compiten con la fluorescencia. Por otro lado, la constante 
radiativa kr debe aumentar por aumentar localmente el índice de refracción 
para el fluoróforo incorporado en estas estructuras organizadas (‡). 
 
No obtenemos grandes cambios en los valores de tiempos de vida del 
estado excitado τ para la coralina incorporada o no en las distintas estructuras 
auto-organizadas en disolución (normalmente cambios entre 1 y 2 décimas de 
ns). Concluimos, a partir de la ecuación 1, que la disminución de knr se debe 
compensar aproximadamente con el aumento de kr. Por otro lado, según la 
                                                
‡ Toptygin estudia la dependencia de la constante radiativa kr con el índice de refracción [D. 
Toptygin. Effects of the Solvent Refractive Index and Its Dispersion on the Radiative Decay Rate and 
Extinction Coefficient of a Fluorescent Solute. Journal of Fluorescence 2003; 13 (3) : 201-219]. No 
hemos medido cambios significativos en el índice de refracción n de las disoluciones con 
presencia de estas estructuras organizadas, a las concentraciones de trabajo empleadas. Pero se 
debe tener en cuenta que sí cambiará n en el microentorno del fluoróforo cuando se incorpora 
en éstas estructuras. 
 
 
ecuación 3, el aumento de kr conllevará un aumento en el rendimiento cuántico 
φ y por tanto en la intensidad de emisión del fluoróforo. En todos nuestros 
ejemplos hemos medido aumentos de la intensidad de fluorescencia para la 
coralina en presencia de las distintas estructuras auto-organizadas en 
disolución. 
 
Las medidas de fluorescencia con resolución temporal también nos han 
suministrado información sobre la presencia o no de dímeros de coralina en las 
condiciones de trabajo, lo cual es importante, pues debería ser tenida en cuenta 
la presencia de dímeros si los hubiere en el cálculo de constantes de reparto o 
equilibrio. Cuando tenemos presencia de monómero y dímero, es necesario 
realizar el ajuste de las curvas de decaimiento a dos exponenciales (incluso tres 
exponenciales, si existen agregados de orden superior a altas concentraciones 
de fluoróforo). 
 
También los resultados de tiempos de vida del estado excitado aportan 
información sobre la eficacia y accesibilidad de los quenchers sobre el 
fluoróforo coralina, como el ión yoduro.  
 
Por otro lado, se han medido tiempos de vida de coralina en distintos 
disolventes, como metanol o diclorometano... En diclorometano, debido a su 
baja constante dieléctrica, es necesario considerar la formación de pares iónicos 
entre el catión coralina y el contraión cloruro, como se discute en el apartado 
5.4.3. 
 
En este anexo se recogen los resultados de las medidas de decaimiento 
de la fluorescencia. La discusión aparece en los distintos apartados de la tesis: 
5.4, 6.1.1.3, 6.1.3.3, 6.1.4.3, 6.2.1.4, 6.2.2.4, 6.3.2.3 y 7.4.  
 
 
 
 
 
 
 
 
1. Coralina en agua MilliQ 
 
 
1.A. Coralina - sin purificar – 0,2 ppm en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,083 ; τ  = 9,51 ns       χ2 = 1,083 ; τ  = 9,51 ns 
  
 
 
1.B. Coralina 0,2 ppm en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
       χ2 = 1,002 ; τ  = 9,47 ns     χ2 = 1,112 ; τ  = 9,64 ns 
 
 
 
 
 
1.C. Coralina 3,0 ppm en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,0177  
 f1 = 85,61 ; τ1 = 9,51 ns 
f2 = 14,38 ; τ2 = 38,42 ns 
    χ2 = 1,208 
 f1 = 62,85 ; τ1 = 9,63 ns 
f2 = 37,14 ; τ2 = 37,77 ns 
 
 
 
1.D. Coralina 6 ppm en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,246  
 f1 = 53,85 ; τ1 = 9,81 ns 
f2 = 46,15 ; τ2 = 36,23 ns 
    χ2 = 1,253  
 f1 = 46,43 ; τ1 = 9,82 ns 
f2 = 53,57 ; τ2 = 36,74 ns 
550 nm 
 
    χ2 = 1,236  
 f1 = 41,40 ; τ1 = 10,03 ns 
f2 = 58,60 ; τ2 = 37,54 ns 
 
 
    χ2 = 1,029  
 f1 = 38,435 ; τ1 = 9,68 ns 
f2 = 50,41 ; τ2 = 33,25 ns 
f3 = 11,16 ; τ3 = 57,04 ns 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
2. Coralina en tampon pH 7,4 y tampon pH 3,0 
 
2.A. Coralina 0,1 ppm en tampon pH 7,4 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 2,166 ; τ  = 9,83 ns     χ2 = 3,557 ; τ  = 10,18 ns 
  
     χ2 = 2,166  
 f1 = 95,99 ; τ1 = 9,49 ns 
f2 = 4,01 ; τ2 = 42,48 ns 
     χ2 = 1,074  
 f1 = 92,67 ; τ1 = 9,55 ns 
f2 = 7,83 ; τ2 = 40,85 ns 
550 nm 
 
    χ2 = 4,485  ;  τ  = 10,46 ns 
 
    χ2 = 1,051  
 f1 = 90,38 ; τ1 = 9,62 ns 
f2 = 9,62 ; τ2 = 40,58 ns 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
2. B. Coralina 2,5 ppm en tampon pH 7,4 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,104  
 f1 = 51,43 ; τ1 = 9,89 ns 
f2 = 48,57 ; τ2 = 37,84 ns 
    χ2 = 1,177 
 f1 = 32,70 ; τ1 = 10,40 ns 
f2 = 67,30 ; τ2 = 39,65 ns 
 
 
2. C. Coralina 0,1 ppm en tampon pH 3,0 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,326 ; τ  = 9,89 ns      χ2 = 2,495 ; τ  = 10,38 ns 
  
    χ2 = 1,160  
 f1 = 95,64 ; τ1 = 9,63 ns 
f2 = 4,36 ; τ2 = 37,03 ns 
     χ2 = 1,164  
 f1 = 90,01 ; τ1 = 9,57 ns 
f2 = 9,99 ; τ2 = 36,55 ns 
 
 
 
3. Coralina en otros disolventes 
 
3.A. Coralina 1 ppm en metanol 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,120 ; τ  = 8,10 ns      χ2 = 1,100 ; τ  = 8,01 ns 
 
 
 
 
3.B. Coralina 6 ppm en metanol 
476 nm 520 nm 
  
     χ2 = 1,128 ; τ  = 8,12 ns      χ2 = 1,137 ; τ  = 8,16 ns 
 
 
 
3. C. Coralina 1 ppm en etanol 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,050 ; τ  = 7,96 ns     χ2 = 1,041 ; τ  = 7,98 ns 
 
 
 
 
 
 
3. D. Coralina 1 ppm en isopropanol 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,010 ; τ  = 7,72 ns     χ2 = 1,062 ; τ  = 7,72 ns 
 
 
3.E. Coralina 1 ppm en diclorometano 
465 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,351  
 τ  = 6,62 ns 
    χ2 = 1,127  
τ  = 6,72 ns 
 
 
 
    χ2 = 1,082 
f1 = 6,93 ; τ1 = 3,40 ns 
f2 = 93,07 ; τ2 = 6,91 ns 
    χ2 = 1,052 
f1 = 3,442 ; τ1 = 3,46 ns 
f2 = 96,56 ; τ2 = 6,85 ns 
 
 
 
4. Coralina y KI en agua MilliQ y tampon (pH 7,4)  
 
4.A. Coralina 0,2 ppm + KI 3,5 mM en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,178 ; τ  = 6,17 ns      χ2 = 1,369 ; τ  = 6,23 ns 
 
 
 
 
4.B. Coralina 0,1 ppm + KI 3,5 mM en tampon pH 7,4 
476 nm 520 nm 
  
     χ2 = 1.148 ; τ  = 6.90 ns      χ2 = 1.176 ; τ  = 7.05 ns 
 
 
 
5. Coralina y NaCl en agua MilliQ   
 
5.A. Coralina 0,2 ppm + NaCl 1,3 mM en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,141 ; τ  = 9,56 ns     χ2 = 1,125 ; τ  = 9,61 ns 
 
 
 
 
5.B. Coralina 0,2 ppm + NaCl 14 mM en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,157 ; τ  = 9,61 ns     χ2 = 1,274 ; τ  = 9,68 ns 
 
 
 
5.C. Coralina 0,2 ppm + NaCl 70 mM en agua MilliQ 
476 ns 520 ns 
  
    χ2 = 1,154 ; τ  = 9,58 ns     χ2 = 1,115 ; τ  = 9,67 ns 
 
 
 
 
 
5.D. Coralina 3 ppm + NaCl 21 mM en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 3,575 
 τ  = 11,90 ns 
     χ2 = 6,994  
τ  = 14,27 ns 
  
    χ2 = 1,257 
 f1 = 76,52 ; τ1 = 9,70 ns 
f2 = 23,48 ; τ2 = 35,59 ns 
     χ2 = 0,972  
 f1 = 64,84 ; τ1 = 9,59 ns 
f2 = 35,16 ; τ2 = 36,34 ns 
 
 
 
 
 
 
 
6. Coralina y TTAB en agua MilliQ 
 
6.A. Coralina 0,2 ppm + TTAB 0,007 M en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,093 ; τ  = 9,26 ns      χ2 = 1,057 ; τ  = 9,28 ns 
 
6.B. Coralina 0,2 ppm + TTAB 0,083 M en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,613 ; τ  = 7,94 ns     χ2 = 1,183 ; τ  = 8,42ns 
  
    χ2 = 1,088  
 f1 = 12,22 ; τ1 = 3,07 ns 
f2 = 87,78 ; τ2 = 9,02 ns 
    χ2 = 1,048  
 f1 = 8,02 ; τ1 = 3,51 ns 
f2 = 91,98 ; τ2 = 9,16 ns 
 
 
 
6.C. Coralina 3 ppm + TTAB 0,007 M en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,050  
 f1 = 67,14 ; τ1 = 9,32 ns 
f2 = 32,86 ; τ2 = 30,19 ns 
    χ2 = 1,119  
 f1 = 40,86 ; τ1 = 9,77 ns 
f2 = 59,14 ; τ2 = 30,18 ns 
 
 
 
 
7. Coralina y SDS en agua MilliQ 
 
 
7.A. Coralina 0,2 ppm + SDS 0,013 M en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,072 ; τ  = 9,31 ns      χ2 = 1,095 ; τ  = 9,56 ns 
 
7.B. Coralina 0,2 ppm + SDS 0,100 M en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,199  
 f1 = 2,51 ; τ1 = 4,28 ns 
f2 = 97,49 ; τ2 = 9,46 ns 
    χ2 = 1,209  
 f1 = 2,47 ; τ1 = 3,91 ns 
f2 = 97,53 ; τ2 = 9,75 ns 
 
 
 
7. C. Coralina 3 ppm + SDS 0,02 M en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,005  
 f1 = 8,78 ; τ1 = 4,33 ns 
f2 = 91,22 ; τ2 = 9,21 ns 
    χ2 = 1,162  
 f1 = 8,14 ; τ1 = 5,71 ns 
f2 = 91,86 ; τ2 = 9,50 ns 
 
 
 
 
8. Coralina y DPC en agua MilliQ 
 
8.A. Coralina 0,2 ppm + DPC 0,013 M en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,142 ; τ  = 9,44 ns     χ2 = 1,108 ; τ  = 9,57 ns 
 
8.B. Coralina 0,2 ppm + DPC 0,033 M en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
     χ2 = 1,248 ; τ  = 9,43 ns      χ2 = 1,024 ; τ  = 9,63 ns 
 
 
8.C. Coralina 3 ppm + DPC 0,02 M en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
     χ2 = 1,108 ; τ  = 9,50 ns      χ2 = 1,180 ; τ  = 9,61 ns 
 
 
 
 
 
 
 
9. Coralina y DPPC en tampon (pH 7,4) 
 
9.A. Coralina 0,1 ppm + DPPC 3,33 mM en tampon pH 7,4 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,336 ; τ  = 9,74 ns     χ2 = 1,776 ; τ  = 10,09 ns 
  
     χ2 = 1,011  
 f1 = 95,85 ; τ1 = 9,46 ns 
f2 = 4,15 ; τ2 = 35,58 ns 
     χ2 = 1,035  
 f1 = 91,06 ; τ1 = 9,54 ns 
f2 = 8,94 ; τ2 = 41,12 ns 
 
 
 
 
 
 
9.B. Coralina 2,5 ppm + DPPC 3,33 mM en tampon pH 7,4 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,089 
 f1 = 52,52 ; τ1 = 9,84 ns 
f2 = 47,48 ; τ2 = 38,21 ns 
    χ2 = 1,243  
 f1 = 30,50 ; τ1 = 10,80 ns 
f2 = 69,50 ; τ2 = 41,15 ns 
 
 
 
10. Coralina y DPPC/Col en tampon (pH 7,4) 
 
10.A. Coralina 0,1 ppm + DPPC/Colesterol 3,33 mM en  
tampon pH 7,4 
476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,116 
 f1 = 95,31 ; τ1 = 9,53 ns 
f2 = 4,69 ; τ2 = 44,30 ns 
    χ2 = 0,974  
 f1 = 90,28 ; τ1 = 9,56 ns 
f2 = 9,72 ; τ2 = 40,56 ns 
 10.B. Coralina 2,5 ppm + DPPC/Colesterol 3,33 mM en tampon pH 
7,4 
476 nm 520 nm 
  
     χ2 = 1,204 
 f1 = 66,84 ; τ1 = 9,69 ns 
f2 = 33,16 ; τ2 = 37,62 ns 
    χ2 = 1,176  
 f1 = 46,95 ; τ1 = 10,09 ns 
f2 = 53,05 ; τ2 = 39,84 ns 
 
 
 
11. Coralina y C12Aβ(11-17) en agua MilliQ   
 
Coralina 0,2 ppm + péptido C12Aβ  (11-17) 1,87 mM              
en agua MilliQ 
476 nm 520 nm 
  
     χ2 = 1,167 ; τ  = 9,74 ns       χ2 = 1,252 ; τ  = 9,83 ns 
 
12. Coralina y oligoglicina en agua MilliQ   
 
12. A. Coralina 0,2 ppm + oligoglicina 0,4 mg·mL-1 en agua 
MilliQ 
(sin punta de us) 476 nm 520 nm 
  
     χ2 = 1,113 ; τ  = 9,45 ns       χ2 = 1,129 ; τ  = 9,56 ns 
 
 
12.B. Coralina 0,2 ppm + oligoglicina 1 mg·mL-1 en agua 
MilliQ 
(sin punta de us) 476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,150 ; τ  = 9,40 ns       χ2 = 1,150 ; τ  = 9,44 ns 
 
 
 
 
12.C. Coralina 3 ppm + oligoglicina 0,4 mg·mL-1 en agua 
MilliQ  
(sin punta de us) 476 nm 520 nm 
  
    χ2 = 1,103 
 f1 = 51,97 ; τ1 = 9,67 ns 
f2 = 48,03 ; τ2 = 36,34 ns 
    χ2 = 1,145  
 f1 = 37,92 ; τ1 = 10,17 ns 
f2 = 62,08 ; τ2 = 38,28 ns 
 
 
 
13. Coralina y C12OH en metanol   
 
13.A. Coralina 1 ppm + 2-dodecanol 0,017 M en metanol 
476 nm 520 nm 
  
     χ2 = 1,145 ; τ  = 8,00 ns      χ2 = 1,225 ; τ  = 8,06 ns 
 
 
 13.B. Coralina 1 ppm+ 2-dodecanol 1,48 M en metanol 
476 nm 520 nm 
  
     χ2 = 1,151 ; τ  = 7,89 ns      χ2 = 1,099 ; τ  = 7,96 ns 
 
ANEXO 7. Estudio de la interacción entre coralina y DPC, 
C12OH y alcanos (C5, C10) en metanol 
 
7. A. Coralina y dodecilfosfocolina (DPC) en metanol 
7.A.1. Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
A continuación se presentan las gráficas de los espectros de fluorescencia 
de coralina 1 ppm en metanol en presencia de cantidades crecientes de DPC, en 
dos regiones de concentración: DPC hasta 3,2 mM (figura 7.A.1) y DPC hasta 
17,5 mM (figura 7.A.2).  
 
 
 
 
Figura 7.A.1. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de DPC (rango de concentración hasta 3,2 mM) en metanol. b) y c) Representación de 
I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de DPC. [cor] entre 1 y 0,5 ppm. 
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Figura 7.A.2. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de DPC (rango de concentración hasta 17,5 mM) en metanol. b) y c) Representación 
de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de DPC y ajuste no lineal de los datos (⎯ ). 
d) Representación de 1/(I–I0) de la coralina frente a la inversa de la concentración de DPC 
(rango de concentración hasta 17,5 mM) y ajuste lineal de los datos (⎯ ). [cor] entre 1 y 0,5 ppm. 
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En la zona de trabajo más diluida, se puede determinar la constante 
micelar crítica cmc de la DPC en metanol (cmc ~ 1 mM), y en nuestro caso no 
llegamos a apreciar apenas diferencia respecto el valor en agua § .  
 
En la zona de trabajo de DPC hasta 17,5 mM, se obtienen aumentos en la 
intensidad de fluorescencia que son mucho menores que en agua (apartado 
6.4.4.1). Y por tanto, se calculan valores de la constante de reparto Kp y 
constante de unión Kb menores que en agua (ver Anexos 3 y tabla 7.E.1). 
 
La solubilidad de sustancias hidrofóbicas en agua y metanol está 
fundamentalmente determinada por el efecto hidrofóbico, que corresponde a la 
expulsión del soluto por el disolvente. El metanol es un disolvente menos 
estructurado que el agua, por lo que el efecto hidrofóbico es menos importante 
en metanol que en agua [Ruelle 1994 y 1998, Hwang 2011]. La coralina tendrá 
una tendencia a incorporarse en las micelas menor en metanol que en agua. 
 
 
7.A.2. Estudio de la protección frente al quencher yoduro 
 
Figura 7.A.3. Desactivación de la coralina en presencia de cantidades crecientes de en metanol 
([cor] = 1 ppm) () y de coralina en metanol en presencia de DPC ([cor] = 1 ppm, [DPC] = 0,055 
M) () . 
El quenching producido por el ión yoduro sobre la fluorescencia de la 
coralina en agua y en metanol es muy similar, así como el efecto de protección 
en presencia de DPC (figura 7.E.3). 
                                                
§ Según Yaseen et al., el valor de la cmc de la DPC en agua pura es solamente 0,15 mM más 
elevado que en agua con presencia de NaCl 0.1 M. 
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7.A.3. Espectros de absorción vis-UV 
En metanol, el único efecto que observamos en los espectros de absorción 
vis-UV al existir concentraciones crecientes de DPC en el medio, es cierta 
dispersión de la luz, que afecta a la posición de la línea base en los espectros sin 
corregir. Sin embargo, en agua (figura 6.1.32) se detectaba la ruptura de 
dímeros de coralina, progresivamente al aumentar la cantidad de DPC. Sucede 
que en metanol no hay presencia de dímeros incluso a concentraciones altas, 
como comentamos en el apartado 5.5.3. 
 
 
Figura 7.A.4. Espectro de absorción de coralina 1 ppm en metanol en presencia de 
concentraciones crecientes de DPC ( hasta 15 mM). [Cor] entre 1 y 0,5 ppm. 
 
 
7.B. Coralina y 2-Dodecanol (C12OH) en metanol 
7.B.1. Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
 Los cambios en el espectro de fluorescencia de la coralina en metanol son 
menores en el caso de C12OH que en el caso de DPC (figura 7.E.1). Pero es 
interesante comprobar que la tendencia obtenida es muy similar, lo que sugiere 
la existencia de una concentración micelar crítica también en el caso del C12OH. 
En la misma región de trabajo de concentración, también realizamos el cálculo 
de la constante de reparto Kp y unión Kb, y obtenemos un valor similar que para 
la DPC. Así, nuestros resultados sugieren cierta formación de agregados de tipo 
micela en el caso de alcoholes en metanol. 
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Figura 7.B.1. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de C12OH (rango de concentración hasta 2,8 mM) en metanol. b) y c) Representación 
de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de C12OH [Cor] entre 1 y 0,5 ppm. 
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Figura 7.B.2. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de C12OH (rango de concentración hasta 16 mM) en metanol. b) y c) Representación 
de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de DPC y ajuste no lineal de los datos (⎯ ). 
d) Representación de 1/(I–I0) de la coralina frente a la inversa de la concentración de C12OH 
(rango de concentración hasta 16 mM) y ajuste lineal de los datos (⎯ ). [Cor] entre 1 y 0,5 ppm. 
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Figura 7.B.3. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de C12OH en metanol. b) y c) Representación de I0/I e I–I0 de la coralina frente a la 
concentración de C12OH y ajuste no lineal de los datos (⎯ ). d) Representación de 1/(I–I0) de la 
coralina frente a la inversa de la concentración de C12OH y ajuste lineal de los datos (⎯ ). [Cor] 
entre 1 y 0,5 ppm. 
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Es conocido que los alcoholes de cadena larga forman micelas mixtas con 
surfactantes iónicos, son considerados cosurfactantes [Zana 1981, Yiv 1981], pero 
es un hecho discutido que los alcoholes de cadena larga solos formen micelas en 
disolución acuosa. Sin embargo existen trabajos que muestran que en muchos 
aspectos los alcoholes con cadenas alifáticas largas se comportan como 
surfactantes no iónicos [Zana 1995]. Por ejemplo estudios de tensión superficial 
de mezclas alcohol-agua muestran una variación abrupta a una cierta 
concentración (siendo todavía soluble el alcohol), que correspondería a una 
concentración micelar crítica, disminuyendo este valor al aumentar el número 
de átomos de carbono en la cadena del alcohol, de forma similar a como sucede 
con los surfactantes. También en los estudios de fluorescencia con pireno, la 
relación I1/I3 (que depende de la polaridad que siente la sonda) sufre un cambio 
abrupto o muy marcado a la misma concentración de alcohol, lo que se 
interpreta en términos de pequeños agregados tipo micela. En un trabajo en que 
se estudian los efectos de los alcoholes sobre micelas inversas, también se 
propone la formación de clusters de tipo micelar de en el caso de alcoholes [Lee 
2004]. 
 
Por otro lado, resultados previos nuestros indicaban que tras la adición 
de alcoholes sobre placas de sílica gel de cromatografía de placa fina (TLC) 
impregnadas con coralina o berberina, los aumentos de fluorescencia obtenidos 
aumentaban linealmente con la longitud de la cadena de alcohol añadido 
[Mateos 2007]. No obstante, si se trabaja en disolución, no se observa este efecto 
de cadena [Delgado-Camón 2011]. Este hecho puede ser explicado si se 
considera la formación de agregados de alcohol de tipo micelar en disolvente 
polar, ya que en ese caso no sería relevante la longitud de cadena del alcohol. 
 
 
 
 
 
 
 
 
7.B.2. Estudio de la protección frente al quencher yoduro 
 
 
Figura 7.B.4. Desactivación de la coralina en presencia de cantidades crecientes de KI  en 
metanol ([cor] = 1 ppm) () y de coralina en metanol en presencia de C12OH ([cor] = 1 ppm, 
[C120H] = 0,055 M) () . 
 
 
7.B.3. Espectros de absorción vis-UV 
Al igual que en el caso de la DPC en metanol, solo que observamos en los 
espectros de absorción vis-UV al existir concentraciones crecientes de C12OH 
cierta dispersión de la luz, que afecta a la posición de la línea base, que 
correspondería a los agregados de alcohol. 
 
 
 
Figura 7.B.5. Espectro de absorción de coralina en metanol en presencia de concentraciones 
crecientes deC12OH (hasta 15 mM). [Cor] entre 1 y 0,5 ppm. 
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7.B.4. Medidas de decaimiento de fluorescencia: tiempo de vida 
del estado excitado 
Muestra 13.A. y 13.B. Coralina 1 ppm + 2-dodecanol 0,017 M y 1,48 M en 
metanol 
La adición de 2-dodecanol tiene un efecto pequeño sobre la coralina 
disuelta en metanol, incluso en el caso de la muestra 13.B, que es muy 
concentrada en 2-dodecanol, (de hecho se trata de 2-dodecanol líquido puro 
diluido a la tercera parte con metanol). Comparando con la muestra 3.A 
(tiempo de vida 8,10 ns midiendo a 476 nm), hay una ligera tendencia a 
disminuir el tiempo de vida del estado excitado (hasta 7,89 ns en el caso de la 
muestra 13.B). Esta tendencia a disminuir el tiempo de vida del estado excitado 
al disminuir la polaridad del medio, como se comentó al explicar la muestra 
3.A, podría ser debido a que un cruce entre sistemas más eficiente al disminuir 
la polaridad del medio. 
 
 
7.C. Coralina y Pentano (C5) en metanol 
7.C.1. Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
Tras añadir alcano en el mismo rango de concentraciones que la DPC o 
C12OH en metanol, obtenemos pequeños aumentos de fluorescencia, similares 
a los del alcohol (figuras 7.B.1 y 7.B.2). No obstante en este caso no se obtiene 
una curva típica de reparto que alcanza la saturación sino que se obtiene una 
curva sigmoidal, y la gráfica1/(I-I0) frente a la inversa de la concentración de C5 
no se ajusta a una recta (figura 7.B.6). 
 
 
 
   
  
Figura 7.B.6. a) Espectro de emisión de la coralina (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de C5 (rango de concentración hasta 17,5 mM) en metanol. b) y c) Representación de 
I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de C5 y ajuste no lineal de los datos (⎯ ). d) 
Representación de 1/(I–I0) de la coralina frente a la inversa de la concentración de C5 y ajuste 
no lineal de los datos (⎯ ). [Cor] entre 1 y 0,5 ppm. 
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7.D. Coralina y Decano (C10) en metanol 
7.D.1. Medidas de emisión de fluorescencia en estado estacionario 
Resultados muy similares se obtienen para decano en vez de para 
pentano (figura 7.D.1). 
 
 
     
 
 
Figura 7.D.1. a) Espectro de emisión de la coralina) (⎯ ) y coralina en presencia de cantidades 
crecientes de C10 (rango de concentración hasta 17 mM) en metanol. b) y c) Representación de 
0 
1000000 
2000000 
3000000 
4000000 
5000000 
6000000 
7000000 
8000000 
9000000 
400 450 500 550 600 650 
In
te
n
si
d
a
d
 d
e
 f
lu
o
re
sc
e
n
ci
a
 
(u
. 
a
.)
 
Longitud de onda (nm) 
0,9 
0,92 
0,94 
0,96 
0,98 
1 
0,000 0,005 0,010 0,015 0,020 
I 0
 /
 I
 
[C10] / M 
0 
50000 
100000 
150000 
200000 
250000 
300000 
350000 
0 0,005 0,01 0,015 0,02 
I 
- 
I 0
 
[C10] / M 
0 
0,00002 
0,00004 
0,00006 
0,00008 
0,0001 
0,00012 
0,00014 
0,00016 
0 200 400 600 
1
 /
 (
I 
- 
I 0
) 
1/[C10] 
I0/I e I–I0 de la coralina frente a la concentración de C10 y ajuste no lineal de los datos (⎯ ). d) 
Representación de 1/(I–I0) de la coralina frente a la inversa de la concentración de C10 y ajuste 
no lineal de los datos (⎯ ). [Cor] entre 1 y 0,5 ppm. 
 
 
7.D.2. Estudio de la protección frente al quencher yoduro 
Como se ha indicado, el quenching producido por el ión yoduro sobre la 
fluorescencia de la coralina en agua y en metanol es muy similar. La presencia 
de decano no supone protección para la coralina respecto del ión yoduro, lo que 
sugiere que el decano no es capaz de formar una estructura organizada 
protectora para la coralina. 
 
 
Figura 7.D.2. Desactivación de la coralina en presencia de cantidades crecientes de KI en 
metanol ([cor] = 1 ppm) () y de coralina en metanol en presencia de C10 ([cor] = 1 ppm, [C10] 
= 0,055 M) () . 
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Figura 7.E.2. a) Desactivación de la coralina en presencia de cantidades crecientes de KI en 
metanol ([cor] = 1 ppm) () y de coralina en metanol en presencia de C10 (), C12OH (), 
DPC () ([cor] = 1 ppm, [C10] = [C120H] = [DPC] = 0,055 M). b) Ajuste lineal de los datos. 
 
 
La constante de Stern-Volmer que caracteriza el quenching de la 
fluorescencia de coralina por el ión yoduro en metanol tiene un valor de KS-V = 
241,22 M-1. Las constante de Stern-Volmer en presencia de las distintas especies 
serían: KS-V(C10) = 239,20 M-1; KS-V(C12OH) = 190,87 M-1; KS-V(C12OH) = 190,87 
M-1; KS-V(DPC) = 103,62 M-1. 
 
 
0,9 
1,1 
1,3 
1,5 
1,7 
1,9 
2,1 
2,3 
2,5 
0,000 0,001 0,002 0,003 0,004 
I 0
 /
 I
 
[KI] / M 
(a) 
y = 190.87x + 0.9799 
R2 = 0.9884 
y = 239.2x + 1.0025 
R2 = 0.9998 
y = 241.22x + 1.0071 
R2 = 0.9968 
y = 103.62x + 0.9971 
R2 = 0.9963 
0,9 
1,1 
1,3 
1,5 
1,7 
1,9 
2,1 
2,3 
2,5 
0,000 0,001 0,002 0,003 0,004 
I 0
 /
 I
 
[KI] / M 
(b) 
 
Figura 7.E.3. a) Desactivación de la coralina en presencia de cantidades crecientes de KI en agua 
() y en metanol ([cor] = 1 ppm) () y de coralina en agua en presencia de DPC () en metanol 
en presencia de C10 (), C12OH (), DPC () ([cor] = 1 ppm, [C10] = [C120H] = [DPC] = 0,055 
M). b) Ajuste lineal de los datos. 
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7.E. Comparativa de los resultados obtenidos en metanol 
 
    
 
 
 
 
 
 
 
           
 
 
 
 
 
 
 
  
cmc = 1 mM 
cmc = 0.8 mM 
 
Figura 7.E.1.a Figura 7.E.1.b 
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Valores de Kp y Kb. Tabla resumen de los valores obtenidos en metanol 
 
 
Ajuste no lineal 
Ajuste lineal 
(representación “doble recíproca”) 
ΔImax/I0 KP C Kb ΔImax/I0 KP C Kb 
DPC 0,35 123 1,35 40,5 0,26 182 1,26 60,0 
C12OH 0,16 127 1,16 28,4 0,19 111 1,19 25,0 
C12OH muy conc. 
(de 0,4 a 2,0 M) 0,14 5,8 1,14 1,31 0,15 5,6 1,15 1,25 
 
Tabla 7.E.1. Valores de las constantes de reparto Kp y de unión Kb. Resultados en metanol. 
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